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Summary 
Endothelial cells undergo senescence  in vitro and  in vivo, which contributes to endothelial 
dysfunction and vascular diseases. Senescence may result from continuous cell division and 
mitotic exhaustion, known as replicative senescence or by cellular pathways responsive to 
stress  especially  in  certain  inflammatory  or  oxidative  microenvironments.  A  decline  in 
protein degradative systems leading to the accumulation of protein aggregates is suggested 
to represent one major factor driving cellular senescence during ageing. 
The  current  project  was  aimed  at  characterising  proteasomal  protein  degradation  in 
endothelial cells undergoing replicative or premature senescence or chronological ageing in 
mice and  to  investigate the outcome of proteasome  inhibition on endothelial senescence. 
Primary  human  umbilical  vein  endothelial  cells  (HUVECs)  and  primary  mouse  lung 
endothelial cells were employed  in this study.  In vitro replicative senescence was achieved 
by  culturing  HUVECs  until  they  ceased  to  proliferate  (15‐17  cumulative  population 
doublings) and premature senescence was obtained by subjecting HUVECs to H2O2. The role 
of  the  proteasome  in  the  development  of  senescence  was  tested  by  applying  the 
proteasome inhibitors MG132 and bortezomib.  
We  show  that  continuously  passaged  HUVECs  develop  features  of  senescence  and 
dysfunction  (positive  senescence  associated  ‐galactosidase  staining,  increased  size  and 
granularity,  lipofuscin  accumulation,  upregulation  of  the  p53/p21  pathway,  decreased 
expression of endothelial NO synthase, increased expression of inducible NO synthase) and 
that chronic oxidative  insult  leads to premature senescence development. Simultaneously, 
endothelial cells isolated from old mice confirmed senescence in vivo. Senescent cells were 
characterised by  a decline  in  the ubiquitin proteasome  system. Both HUVECs undergoing 
senescence  in vitro as well as endothelial cells aged  in vivo showed a selective  loss of  the 
proteasome  subunits  β2  and  β5  and  a  corresponding  inhibition  of  trypsin‐like  and 
chymotrypsin‐like  activities.  Furthermore,  transient  proteasome  inhibition  by MG132  or 
bortezomib  rendered  young  endothelial  cells  prematurely  senescent,  which  was 
accompanied by  increased oxidative  stress  and most probably mediated  via  the p53/p21 
pathway. Bortezomib application led to DNA damage apparently responsible, in part, for the 
activation of p53. These findings establish that proteasome inhibition is likely to be causally 
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related  to  endothelial  senescence.  Unravelling  the  molecular  links  between  proteolytic 
decline and senescence will facilitate better understanding of age‐associated pathologies of 
the cardiovascular system. 
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Zusammenfassung 
Endothelzellen  unterliegen  in  vitro  und  in  vivo  Seneszenz,  welche  vermutlich  zur 
Entwicklung  von  endothelialer  Dysfunktion  und  vaskulären  Erkrankungen  beiträgt. 
Seneszenz entsteht durch Verlust der Zellteilungsfähigkeit (replikative Seneszenz) oder nach 
Einwirkung  von  oxidativem  oder  inflammatorischem  Stress,  der  in  bestimmten 
Gefäßbereichen  auftreten  kann.  Zu  den  wichtigen  Faktoren,  die  zelluläre  Seneszenz 
induzieren  können,  scheint  eine  Verminderung  und/oder  Insuffizienz  der 
Proteinabbausysteme mit nachfolgender Akkumulation von Proteinaggregaten zu gehören. 
Das vorliegende Projekt hatte das Ziel, das Proteasom, ein wichtiges Proteinabbau‐System, 
in  Endothelzellen,  die  replikativer  oder  stress‐induzierter  Seneszenz  oder 
Alterungsprozessen  in der Maus unterliegen, zu charakterisieren. Zudem sollte untersucht 
werden, ob eine Hemmung der proteasomalen Aktivität  in Endothelzellen zur Entwicklung 
einer  Seneszenz  führt.  Als  Modelle  dienten  humane  primäre  Endothelzellen  aus  der 
Nabelschnurvene  (HUVEC)  und  murine  primäre  Endothelzellen,  die  aus  der  Lunge  von 
Mäusen  gewonnen wurden.  Replikative  Seneszenz wurde  durch  Langzeitkultivierung  der 
Zellen  im Allgemeinen  nach  15‐17  kumulativen  Populationsverdopplungen  und  vorzeitige 
Seneszenz durch Einwirkung von H2O2 induziert. Zur Untersuchung der Rolle des Proteasoms 
bei  der  Entwicklung  von  Seneszenz  wurden  die  Proteasominhibitoren  MG132  und 
Bortezomib eingesetzt.  
Die  hier  vorgelegten  Daten  bestätigen  anhand  verschiedener  Seneszenzmarker  die 
Entstehung  replikativer  Seneszenz  nach  Langzeitkultur  von  Endothelzellen  (positive 
Seneszenz‐assoziierte  ‐Galaktosidase‐Färbung,  erhöhte  Zellgröße  und  Granularität, 
Aktivierung  des  p53/p21‐Signalweges,  verminderte  Expression  der  endothelialen  NO‐
Synthase  und  erhöhte  Expression  der  induzierbaren  NO‐Synthase).  Ebenso  führten 
chronischer  oxidativer  Stress  und  Zellalterung  in  vivo  zu  Seneszenz.  Die  Entwicklung  der 
Seneszenz war durch eine Verminderung des Ubiquitin‐Proteasom‐Systems gekennzeichnet. 
In allen Modelle  (replikative oder  vorzeitige  Seneszenz  in HUVEC,  in‐vivo‐Alterung) waren 
eine  selektive  Verminderung  der  2  und  5‐Untereinheiten  des  Proteasoms  und  eine 
entsprechende  Reduktion  der  Trypsin‐  und  Chymotrypsin‐ähnlichen  Aktivitäten  zu 
beobachten.  Eine  transiente  Hemmung  des  Proteasoms  durch MG132  oder  Bortezomib 
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führte  zu  vorzeitiger  Seneszenz,  die mit  oxidativem  Stress  und  einer Hochregulation  des 
p53/p21‐Signalweges einherging. Bortezomib‐Behandlung von HUVEC führte zu einer DNA‐
Schädigung, die vermutlich, zumindest teilweise, für die Aktivierung von p53 verantwortlich 
ist.  Diese  Daten  zeigen,  dass  eine  Verminderung  der  proteolytischen  Kapazität  des 
Proteasoms ursächlich an der Entstehung der Seneszenz beteiligt  ist. Die Aufdeckung des 
Zusammenhangs  zwischen  proteolytischer  Insuffizienz  und  Zellalterung  trägt  zu  einem 
besseren Verständnis von altersabhängigen Gefäßerkrankungen bei. 
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1 Introduction  
Multicellular  organisms  are  complex  assemblies  of  cells  organised  in  tissues  and  organ 
systems. Such biological systems, be it cells or whole organisms, are evolutionarily designed 
to perform with astounding precision and accuracy, with a great degree of conservation of 
processes  and pathways  controlling  vital  functions  1,2. Despite  such  fail‐safe mechanisms, 
several environmental/extrinsic factors and intrinsic programs lead to occasional errors. As a 
consequence, irreversible damages accumulate with time, and ageing results 3,4.  
1.1 The endothelium – guardian of the vasculature 
Proper  functioning  of  the  circulatory  system  ensuring  continuous  supply  of  blood  and 
nutrients is a major determinant of an organism’s health span. Being in direct contact with 
the  bloodstream,  the  endothelium  is  of  utmost  importance  in  nutrient  exchange  and 
elimination  of  metabolic  waste  from  surrounding  tissues  5.  The  endothelium  is  the 
innermost  lining  of  the  vascular  system,  and  is  a  continuum  of  cells  embraced  by  a 
connective basal lamina, and supported by a layer of smooth muscle cells 6 (Fig.1). 
 
Figure 1: Morphology of a human artery  
Schematic  view  of  a  vessel  composed  of  the  endothelium,  smooth muscle  cells  and  a  layer  of 
connective tissue between them. The outer layer is mainly composed of collagen and supported by 
an elastic lamina. Figure  adopted from  Subbotin et al  7. 
 
Endothelial  cells often  come across  chemical or physical  signals, which  stimulate  them  to 
produce and release factors that modulate physiological processes. These factors can act at 
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different  levels  and  regulate  processes  such  as  angiogenesis,  vasodilation  and 
vasoconstriction, platelet adhesion and blood coagulation, smooth muscle cell growth and 
inflammation 8Mounting evidence shows that apart from  its principal function as a barrier 
mediating  exchange  between  blood  and  tissues,  the  endothelium  can  function  as  an 
endocrine tissue and thereby regulate vascular homeostasis 9. Despite commonality in their 
functions, endothelial cells are vastly heterogeneous owing to the diversity of vasculature, 
e.g.,  arterial  vs.  venous  vasculature,  macro‐  vs.  microvasculature  10.  Morphologic  and 
functional  alterations  of  the  endothelium  resulting  from  physical  injury  or  cytokine‐
mediated  activation,  is  termed  endothelial  dysfunction.      Balanced  functioning  of  the 
endothelium  is  necessary  to  maintain  vascular  homeostasis,  and  ageing  perturbs  this 
equilibrium.  Vascular  ageing  is  associated  with  reduced  nitric  oxide  (NO)  bioavailability, 
increased  superoxide  production  due  to  upregulation  of NADPH  oxidase,  endothelial NO 
synthase  (eNOS)  uncoupling,  increased  endothelin‐1  (ET‐1),  reduced 
production/responsiveness  to  dilatory  prostaglandins,  enhanced  inflammation,  advanced 
glycation end‐products (AGE) formation, all of which contribute to endothelial dysfunction 
11.  Age‐related  phenotypic  changes  in  the  vasculature  are  independent  risk  factors  for 
atherosclerosis  and  other  cardiovascular  diseases  12.  Thus,  understanding mechanisms  of 
age‐induced vascular alterations holds promise  for reducing cardiovascular mortality  in an 
ageing population.   
1.2 Ageing and Senescence 
By definition, the accumulation of diverse deleterious changes occurring in cells and tissues 
with advancing age, and being responsible for increased risk of disease and death has been 
termed ageing 13. The ageing phenomenon is not only observed at the level of an organism, 
but  also  detectable  at  the  cellular  or  biochemical  level  –  termed  “cellular  senescence”. 
While  cellular  senescence  in  itself  cannot  be  regarded  as  a  deleterious  phenomenon,  its 
build‐up certainly contributes  to organismal ageing  14‐16. The ageing process progresses at 
variable  rates  such  that  life  span of organisms  is  stratified very diversely among different 
species. The search  for a single cause  for ageing  in general and endothelial dysfunction  in 
particular, have long been replaced by the view that these processes are extremely complex 
and multifactorial. 
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Human evolution over eras and biomedical healthcare advances over  the  last century has 
made ageing more obvious among us. In fact, approximately two thirds of all deaths around 
the  globe each day has  an  age‐related  cause, and  ageing  stands  among  the  greatest  risk 
factors  for most of human diseases with cardiovascular diseases being  the  foremost  17.  In 
this  context,  ageing  has  profound  implications  for  individuals,  an  entire  population,  the 
society and the economy, with immediate impact on the healthcare industry.  
It has been a long‐term research goal of gerontologists to identify common determinants of 
life  span among  species. The  fact  that  the average  life  span  is  largely  conserved within a 
certain species, immediately points to genetic underpinnings to the ageing process. The first 
ever report that cells underwent ageing in culture came from Leonard Hayflick in 1965 who 
hypothesised based on his observations that “The finite lifetime of diploid cell strains in vitro 
may be an expression of ageing or  senescence at  the  cellular  level” and  coined  the  term 
“Hayflick’s Limit” 18. This discovery spurred extensive research over the last five decades on 
the  genetic  and  environmental  factors,  and  the mechanisms  driving  ageing  of  cells  and 
organisms. More recently, attempts and means to improve cardiovascular performance and 
extend healthy lifespan of individuals have interested the ageing research community.  
It  is noteworthy,  that  the  last  three decades have  shed enormous  light on  the molecular 
cues  that  induce,  mediate  and  sustain  cellular  senescence,  although  with  increasing 
complexity. Senescent cells are radically distinct from their proliferation‐competent younger 
counterparts  and  they  display  genetic, morphological  and  behavioural  differences.  These 
differences  are  believed  to  have  a  detrimental  impact  on  structural  components, 
neighbouring cells and the extracellular matrix leading to aged tissues and increased disease 
risk 19.   Such deleterious effects of a build‐up of senescent cells  in ageing tissues  is evident 
after attainment of reproductive maturity, when restorative functions begin to decline and  
tissue damage  is enhanced  (Fig.2).  Indeed, metabolic  syndromes  including  cancer,  type 2 
diabetes and cardiovascular diseases, termed lifestyle disorders, pose the highest healthcare 
risk  in  the  21st  century  and  are  associated with  older  ages,  implying  that  ageing  of  the 
involved organ systems increases disease risk 20.  
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In  this  thesis,  we  have  attempted  to  investigate  how  the  cellular  protein  degradation 
systems and proteostasis  impacts endothelial cell senescence, both  in vitro and as part of 
physiological ageing.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 2: Alterations in physiology of humans during lifespan 
Scheme depicting how increasing age in humans is associated with decreased regenerative capacity. 
Attainment  of  reproductive  maturity  marks  the  emergence  of  pathologies  due  to  a  decline  in 
restorative  functions. Exactly at what stage of the ageing process, protein homeostasis  is  lost, and 
whether this accelerates ageing,  is the subject of focus  in this thesis. Human ageing cartoon series 
(in brown) obtained from www.maxworkouts.com 
1.3 Causes and consequences of senescence 
Over  the  last  century,  several  theories  have  been  proposed,  hypothesising  the  cause  of 
ageing. Weak evolutionary negative selection pressure  for deleterious  traits,  free  radicals, 
mitochondrial  dysfunction,  anomalous  gene  regulation,  telomere  erosion,  immune 
exhaustion and neuroendocrine effects have all been proposed 13. In practise or reality, the 
precise  cause  of  ageing  is  difficult  to  pinpoint.  However,  no  two  causes  are  mutually 
exclusive; in fact, all factors have to be considered as cumulative contributors.  
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Moreover,  among  known  factors,  defining  the  causes  and  consequences  of  senescence 
becomes difficult to dissect at some point, since the consequence becomes the cause  in a 
vicious cycle.   
This highly sought‐after research problem, has not only thrown light on the factors, genetic 
or otherwise, that drive and accelerate the ageing process, but also uncovered subtypes of 
senescence  in  response  to  diverse  inducers  helping  us  understand  the  functional 
significance of senescence development  21,22. With  respect  to endothelial cells,  two major 
modes  of  senescence  are  predominant  –  replicative  senescence  (RS)  and  stress‐induced 
premature senescence (SIPS). 
1.3.1 Replicative senescence (RS):  
The  first described and classically view on senescence, comes  from  the so called “Hayflick 
limit”, a measure of  the  finite number of cell divisions undergone before reaching growth 
stop.  This  type  of  cellular  senescence,  known  as  replicative  senescence,  is  a  state  of 
irreversible growth arrest, caused by a sub‐critical erosion of telomere length 18. Telomeres 
are protective cap structures at  linear chromosome ends, and their erosion triggers a DNA 
damage response (DDR), which is associated with the appearance of foci that stain positive 
for  γH2AX  (Ser 139 phosphorylated histone H2A variant X)  23,24. Amplification of  the DDR 
signals and further cascade of events activates several cell cycle regulatory proteins such as 
cell division cycle 25 (Cdc25) or tumour suppressor protein of 53 KiloDaltons (p53) to arrest 
the cell cycle 25,26 (Fig.3). This may lead to a transient proliferation arrest, allowing time for 
cells  to  repair  their  damage.  Sustained  damage  inducers  or  damage  response  signalling, 
however, reinforces commitment to senescence or permanent growth arrest.   
Telomerase  is  a  ribonucleoprotein  DNA  polymerase  complex  that  maintains  telomere 
length. The complex comprises  the protein  telomerase  reverse  transcriptase  (TERT) and a 
catalytic  RNA molecule  that  is  used  as  a  template when  to  elongate  telomeres.  Human 
endothelial  cells  and  vascular  smooth  muscle  cells  express  telomerase  activity  and  its 
activity  is  declined with  in  vitro  ageing  because  of  a  decrease  in  the  expression  of  TERT 
leading  to  vascular  cell  senescence  27.  On  the  other  hand,  introduction  of  telomerase 
extends  lifespan of endothelial cells and vascular smooth muscle cells, suggesting a crucial 
role of telomerase in vascular cell senescence 28 
Introduction 
 
 
6 
 
1.3.2 Stress‐induced premature senescence (SIPS): 
A variety of  stress  conditions  can evoke a  senescence  response or a  senescence‐like  long 
term  arrest,  called  stress‐induced  premature  senescence,  in  which  telomere  length  is 
virtually  unaltered  and  functionally  intact.  Factors  pertaining  to  culture  shock  and  stress 
conditions could be counted as a cause of premature senescence 29. 
These  include  oxidative  growth  environment  (for  instance,  culture  in  non‐physiological 
partial O2 pressure)  30,31, high glucose, persistent mitogenic  stimulation,  several genotoxic 
stressors, e.g., doxorubicin and platinum compounds, and oxidative agents e.g., hydrogen 
peroxide, paraquat etc. They are known to induce senescence in primary, non‐transformed 
cells, by direct damage to cellular biomolecules or indirectly generating reactive species 22,32‐
34.  The  most  susceptible  cellular  targets  of  oxidative  stress  are  DNA,  proteins  and  the 
mitochondria,  all  of  which,  when  damaged,  induce  senescence.  Additionally,  oxidized 
proteins  may  aggregate  and  generate  non‐degradable  cellular  debris  known  to  impair 
functioning of organelles and accelerate senescence 35,36. Several  lines of evidence support 
the  fact  that  endothelial  cells  undergo  SIPS  upon  different  stimuli  in  certain 
microenvironments.  Farhat  et  al.  (2008)  have  shown  that  endothelial  cells  isolated  from 
chronic  smokers with  premature  atherosclerosis  undergoing  coronary  artery  bypass  graft 
surgery, exhibit cellular senescence and this is independent of telomere length and directly 
related to oxidative damage 37.  
Moreover, Coleman at al. (2010) have shown that SIPS in endothelial cells caused either by 
H2O2 or by overexpression of the SENEX gene  led to an anti‐inflammatory phenotype thus 
suggesting  a  unique  protective  role  of  this  type  of  senescence  to  inhibit  uncontrolled 
proliferation  and  limit  inflammatory  response  of  endothelial  cells  38.  Other  reports  in 
vascular biology highlight impaired glucose tolerance as a factor influencing atherosclerosis 
and senescence 39‐42. Intermittent high glucose was shown to promote vascular endothelial 
senescence more than constant high glucose independent of telomere attrition but partially 
dependent on superoxide production 39. Regardless of the senescence trigger, cells engage 
either  one  or  both  the  p53/p21  and  p16/Rb  tumour  suppressor  pathways,  as  the 
downstream effectors of the senescence program (Fig.3).  
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Figure 3: Modes of senescence induction in endothelial cells 
Replicative senescence is caused by telomere shortening after each cell division or by telomeric DNA 
damage  caused by  reactive oxygen  species. Recognition of unrepaired damage by gH2AX and  the 
activation of  the DNA damage  response engage  the p53/p21 pathway. Different  types of  cellular 
stresses  such  as  oxidative, metabolic,  oncogenic  or  genotoxic,  cause  upregulation  of  the  tumour 
suppressor cyclin‐dependent kinase  inhibitor 2A  (p16INK4a) which keeps Rb protein  (pRb)  in a hypo‐
phosphorylated growth‐inhibitory state. On the other hand, activation of p53 may have a permissive 
role in regulation of p16/Rb pathway. Most senescence triggers converge at the level of Rb, which is 
essential for initiating a cell cycle arrest and permanent senescence.  
1.4 Molecular factors concocting endothelial senescence 
Senescence  represents  an  intriguing  biological  process  of  irreversible  cell  cycle  arrest 
despite high metabolic vitality of cells, and  is believed to have evolved as a barrier against 
cellular transformation 43,44. A multitude of  factors are  identified as drivers of senescence. 
By  virtue  of  its  location, morphology  and  specialised  function,  the  endothelium  is most 
susceptible  to  factors  such  as  oxidative  and  nitrosative  stress,  DNA  and  mitochondrial 
damage as well as disturbances in protein homeostasis. 
1.4.1 Oxidative/nitrosative stress  
Reactive  oxygen  species  (ROS)  and  reactive  nitrogen  species  (RNS)  are  generated  as  by‐
products  of  cellular  metabolic  or  enzymatic  reactions  as  well  as  during  mitochondrial 
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oxidative  phosphorylation  45.  They  act  as  second messengers mediating  vital  endothelial 
functions including proliferation, migration and angiogenesis 46. However, conditions under 
which the load of reactive species overshoots normal threshold are frequent and countered 
by  anti‐oxidant  cell  responses.  Super‐threshold  ROS  levels  or  sub‐threshold  anti‐oxidant 
defences due  to alterations  in cellular metabolism and mitochondrial  function are seen  in 
virtually  all  cardiovascular  diseases.  ROS  are  known  to  trigger  both  induction  and 
acceleration  of  senescence.  They  can  induce DNA  damage  or  telomere  erosion/damage, 
which  further  activates  damage  responses  47  (Fig.4).  Furthermore,  ROS  are  believed  to 
activate  “senescence  signals”,  for  instance  protein  oxidation,  which  lead  to  the 
establishment  of  senescence  48  (Fig.4).  Studies  in  endothelial  cells  have  shown  that 
manipulation  of  the  redox  environment  by  exposure  to  homocysteine,  application  of 
glutathione  inhibitors  or  exposure  to  advanced  glycation  end  products  (AGE)  accelerates 
senescence while  application  of  the  antioxidant  vitamin  C  delays  it  49‐51.  Thus,  oxidative 
stress  can  be  considered  as  a major  stimulus  for  endothelial  senescence  induction  and 
development by acting at multiple cellular levels. 
Nitric  oxide  (NO)  is  produced  by  two  enzymes  in  the  vascular  endothelium:    endothelial 
nitric  oxide  synthase  (eNOS)  under  normal  conditions  or  inducible  nitric  oxide  synthase 
(iNOS) in cases of inflammation. NO is particularly important in the regulation of vasotonus 
but  its  abnormal  production  by  iNOS  can  induce  endothelial  dysfunction.  In  addition, 
uncoupling  of  eNOS  under  conditions  of  oxidative  stress  promotes  dysfunction  via 
production  of  superoxide  anion.  The  role  of NO  in  senescence  remains  controversial  but 
recent studies suggest that eNOS‐derived NO may counteract senescence  in the context of 
cellular  stress  through  upregulation  of  Sirtuin  1  (SIRT‐1)  52.  A  plethora  of  studies  have 
established  that  senescent  endothelial  cells  have  lower  levels  of  eNOS  expression  and  a 
reduction in NO bioavailability, which was attributed to an increase in mitochondrial‐derived 
ROS 52. High NO output from iNOS may lead to production of peroxynitrite, which can have 
deleterious  biological  actions  by  oxidizing  intracellular  signal  transduction  molecules 
thereby disturbing their function and mediating pathophysiological alterations 53,54. 
1.4.2 Telomere attrition 
Telomere shortening is by far the best studied driver of cellular senescence. Telomeres are 
cap structures of  linear chromosome consisting of tandem TTAGGG repeats.  Its attrition  is 
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attributed  to  the  “end  replication  problem”,  whereby  replicative  polymerases  lack  a 
template strand to extend daughter strands at chromosomal ends. It is thought that erosion 
of telomeres beyond a critical  limit after several cell divisions results  in the  loss of genetic 
information  at  terminal  loci of  chromosomes,  leading  to  replicative  senescence  55  (Fig.4). 
Telomerase,  the  key  enzyme,  which  is  part  of  the  enzymatic  machinery  maintaining 
telomere caps, is expressed in many cell types of renewable tissues such as pluripotent stem 
and germ cells  56.  In  fact  telomerase deficiency has been  shown  to negatively  impact cell 
function as it increases oxidative stress by reducing catalase activity which is a determinant 
of  redox  imbalance.  In  addition,  telomerase  overexpressing  cells  accumulate  lower 
concentration  of  peroxides  57.  Endothelial  cells  possess  telomerase  activity  when  they 
proliferate  although  at  lower  levels  than  those  found  in  stem  cells  or  cancer  cells  58. 
Endothelial telomerase activity is amenable to regulation by factors including cell mitogens, 
nitric  oxide,  inflammatory  mediators  and  oxidative  stress  50.  Regulation  of  telomerase 
activity has been shown at multiple levels starting from transcription, phosphorylation of its 
catalytic  subunit,  redox‐controlled changes  in  intracellular  localization as well as  its direct 
oxidative modification 50. A role of telomerase decline  in endothelial senescence as well as 
prevention  of  senescence  by  telomerase  overexpression  in  endothelial  cells  has  been 
reported 59.  
1.4.3 Mitochondrial damage  
Mitochondria, cellular power houses, are sites of active metabolic turnover in the cell. Since 
mitochondria  comprise  the  electron  transport  chain  (ETC)  complexes  and  oxidative 
phosphorylation  reactions  of  cellular  respiration,  mitochondrial  DNA,  not  protected  by 
histones,  is  in close proximity  to ROS  sources and vulnerable  to oxidative DNA damage  60 
one of  the many causes of mitochondrial dysfunction  in  senescence. Endothelial cells are 
primarily  dependent  on  glycolysis  and  to  a  lesser  extent  on mitochondrial  respiration  61, 
which may protect them  from oxidative damage. However, mitochondrial ETC dysfunction 
seems  to  be  an  integral  part  of  endothelial  senescence  (Fig.4).  Anomalies  in  biogenesis, 
mitochondrial mass, expression of ETC  complexes,  fission and  fusion of mitochondria  are 
known to affect endothelial cell function and contribute to senescence 62. Complex  IV and 
complex  I  of  the  ETC  have  been  shown  to  malfunction  in  ageing,  leading  to  further 
generation  of  undesirable  ROS,  which  can  drive  telomere‐dependent  senescence  63.  In 
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endothelial  cells,  excessive mitogenic  stimulation  due  to  forced  expression  of  activated 
oncogenes  such  as  Akt  64,  Ras  65,  or  Rac1  66,  is  known  to  induce  senescence  50.  Cellular 
transformation with oncogenic Ras, best  studied  for  senescence  induction  67,  is known  to 
increase mitochondria  biogenesis,  elevate  ROS  levels,  and  cause  DNA  replication  stress 
leading  to  damage  and  senescence  68.  In  fact,  pro‐atherogenic  conditions,  like 
hyperinsulinaemia, chronic inflammation, and hypercholesterolaemia, activate Akt‐ and Ras‐
mediated  signalling  in  endothelial  cells,  and may mediate  senescence  27,69.  Additionally, 
evidence that mitochondria are drivers of senescence comes from reports which document 
that cells with absence or depletion of mitochondria, while preserving energy levels through 
enhanced glycolysis, reduce a spectrum of senescence effectors and senescence‐associated 
changes  70.  Thus,  it  has  been  proposed  that  mitochondrial  dysfunction  is  a  common 
denominator  linking  stress‐dependent  and  telomere‐dependent  physiological  ageing 
processes in cells 71. 
 
Figure 4: Molecular factors concocting endothelial senescence 
Many  factors contribute  to senescence development starting  from  telomere shortening after each 
cell  division which  is  associated with  enhanced  production  of  reactive  oxygen  species.  A  second 
factor is NO present in high concentrations as a result of eNOS uncoupling and upregulation of iNOS. 
Due  to  mitochondrial  damage  endothelial  cells  produce  high  levels  of  reactive  species  like 
superoxide anion. Superoxide in the presence of NO forms peroxynitrite, which is highly reactive and 
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can oxidize proteins resulting in loss of function. Highly modified proteins become unrecognized by 
the proteolytic system and cell suffers from proteotoxic stress. 
1.4.4 Proteostasis loss 
Protein  homeostasis  is  indispensible  to  cellular  health  and  longevity  of  organisms. 
Proteostasis  entails  the  integration  of  diverse  biological  pathways  that  control  the 
biogenesis,  trafficking  as well  as  degradation  and  recycling  of  proteins. Mammalian  cells 
compartmentalise  these  functions  to ensure protein quality by chaperone‐assisted  folding 
and unfolded protein response. In addition, they use complex mechanisms like the ubiquitin 
proteasome  system  (UPS)  and  autophagy  to  turnover  proteins  in  order  to  regulate 
proteostasis  72.  Perturbations  due  to  stress  or  ageing  in  any  branch  of  the  proteostasis 
network can elicit a breakdown of the entire network and manifest as numerous metabolic, 
cardiovascular or neurodegenerative disease. Toxic build‐up of amyloid‐β in Alzheimers’ and 
the age pigment lipofuscin in the myocardium present evidence for loss of proteostasis with 
ageing  73.  Compromised  protein  homeostasis  facilitates  proteins  to  attain  aberrant 
conformational structures and to generate misfolded aggregates, the persistence of which is 
believed to cause a myriad of cellular dysfunctions. Thus, gaining functional insight into the 
complex  protein  catabolic  machinery,  such  as  the  proteasome,  and  understanding  its 
relationship with endothelial senescence will aid conceptual advancement in the treatment 
of cardiovascular diseases.  
1.5 Proteasome structure and function 
Protein homeostasis is essential to cell survival and well‐being 74. In this context clearance of 
dysfunctional proteins, which have become resistant to folding due to protein modifications 
over time, becomes a challenge. To cope with it, eukaryotic cells have developed two major 
pathways:  the  UPS  and  autophagy  75.  While  autophagy  is  primarily  responsible  for 
degradation of long‐lived proteins and cellular organelles, the UPS is a very specialized and 
highly  controlled  protein  shredder  responsible  for  degradation  of most  cytosolic, nuclear 
and  endoplasmatic  reticulum  proteins  75.  Even  though  largely  distinct,  the  UPS  and 
autophagy activities are carefully orchestrated through interfering elements and are critical 
for several aspects of cellular homeostasis.  
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The  UPS  is  the major  nonlysosomal  protein  degradation machinery  in  human  cells  and 
counts for a number of key biological regulatory mechanisms. The proteasome makes up 1% 
of  total  cell  proteins.  It  diffuses  freely  within  cytoplasm  and  nucleoplasm  or  is  found 
associated with different structures 76.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 5: The ubiquitin proteasome system 
Four  kinds  of  proteasomes  are  known:  the  20S  proteasome,  the  26S  proteasome,  the 
immunoproteasome and  the hybrid proteasome. The 26S proteasome  recognises  substrates after 
they have been ubiquitinated. 
 
In  the  cytosol,  subpopulations of  the proteasome  are  found  associated with  the external 
surface of the endoplasmic reticulum (ER), the cytoskeleton and the centrosome 77.  In the 
nucleus, the proteasome is found in subnuclear foci known as PML bodies. Several protease 
complexes are known such as the 20S and the 26S proteasme, the immunoproteasome and 
hybrid proteasome 78 (Fig. 5). 
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1.5.1 20S proteasome 
The  20S  proteasome  builds  up  the  core  structure  of  all  other  functional  forms  of 
proteasomes  and  plays  a  crucial  role  in  several  cellular  processes  including  half‐life  of 
proteins, protein quality control, gene expression, regulation of the cell cycle, DNA repair, 
stress  and  immune  responses  and  degradation  of  oxidised  proteins  79,80.  The  20S 
proteasome forms a barrel‐like structure composed of two α rings forming the outer part of 
the barrel and two β rings arranged in the middle. Each of the α/β rings consists of 7α and 
7β subunits (α1‐7/β1‐7) 81. The α‐subunits are specialised in substrate recognition and binding 
of  proteasome  regulators.  The  β‐subunits  carry  the  proteolytic  centers  of  the  20S  core 
structure and degrade polypeptides and proteins introduced to them by α subunits. From 7 
types of β subunits only three of them possess a threonine protease activity. The β1 subunit 
has a caspase‐like activity (cleavage after acidic residues), the β2 subunit has a trypsin‐like 
activity  (cleavage  after  basic  amino  acids)  and  the  β5  subunit  has  a  chymotrypsin‐like 
activity  (cleavage after neutral amino acid) 82. The specific catalytic activities are activated 
only after substrate proteins are recognised by α subunits. The 20S proteasome is known to 
degrade oxidised or damaged proteins in an ATP‐independent manner 83,84 .  
1.5.2 26S proteasome 
The 26S proteasome is formed when the 20S proteasome assembles as a complex with two 
19S proteasome regulators (also known as PA700) 81. This results  into formation of a huge 
complex of approximately 2 MDa. The 19S  regulators  form a base, which binds  to  the  α‐
rings  of  the  20S  core,  and  a  peripheral  lid  for  controlling  entrance  of  polyubiquitinated 
substrate proteins. The base of the 19S regulator consists of six AAA‐ATPase subunits, Rpt1–
Rpt6,  and  four  non‐ATPase  subunits,  Rpn1,  Rpn2,  Rpn10,  and  Rpn13  81,85,86.  The  lid  is 
composed  of  nine  non‐ATPase  subunits  including  Rpn11.  The  base  of  the  19S  regulatory 
particle  is  responsible  for  recognition and unfolding of ubiquitin‐tagged substrates and  its 
translocation  to  the  α‐subunits  of  the  20S  core  while  the  lid  is  responsible  for 
deubiquitination. Protein unfolding and the opening of the proteasome gate are mediated 
by the six Rpt subunits in combination with Rpn1 and Rpn2 87,88. Rpn10 and Rpn 13 conduct 
recognition and binding of polyubiquitinated proteins while Rpn11 deubiquitinates proteins 
88. Degradation via the 26S proteasome is an ubiquitin‐dependent process and is considered 
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the major system that mediates the degradation of damaged and short  lived proteins 75,89. 
The proteolysis process by the 26S proteasome requires not only the proteasome but also 
three important enzymes, which add ubiquitin onto substrate proteins. E1 enzymes activate 
the  ubiquitin,  E2  enzymes  bind  to  the  ubiquitin molecule  and  E3  enzymes  transfer  the 
ubiquitin  molecule  to  the  target  protein  88,90,91  (Fig.  5).  After  being  introduced  to  the 
proteasome  and  after  proteolysis  has  taken  place,  free  ubiquitin  and  oligopeptides  are 
released.  
1.5.3 Hybrid and immunoproteasomes 
Two  other  forms  of  functional  proteasomes  are  the  hybrid  proteasome  and 
immunoproteasome. The hybrid proteasome forms when the 20S core binds two different 
regulatory particles: the 19S particle (PA 700) and the 11S particle (also known as PA28) 92. 
The  immunoproteasomes  forms when  the 20S  core binds  the 11S  regulatory particles on 
both sides and at the same time normal β subunits (β1, β2, β5) are replaced by inducible β‐
subunits (β1i, β2i, β5i) 85. Synthesis of the  immunosubunits  is  induced upon stimulation with 
IFN‐γ or TNF‐α. The primary  function of the  immunoproteasome  is related to MHC class 1 
antigen  presentation  but  recent  studies  have  demonstrated  other  biological  functions 
including regulation of proinflammatory cytokine production as well as differentiation and 
proliferation of T‐cells 93,94. Beside its immune functions, the immunoproteasome has other 
functions in non‐immune cells such as protection from oxidative stress through degradation 
of  oxidatively  modified  proteins  and  inhibition  of  protein  aggregate  formation  95,96. 
Endogenous production of NO by  iNOS seems  to be  important  for basal  regulation of  the 
immunoproteasome since aortas of  iNOS‐/‐ mice  reveal  lower  levels of  β1i  (also known as 
LMP2) and β5i (also known as LMP7) 97. At the same time NO‐mediated immunoproteasome 
signaling  was  shown  to  ameliorate  transferrin‐iron‐mediated  oxidative  stress  via  the 
degradation of the transferring receptor 97. 
1.6 Oxidative stress and protein modifications 
Oxidative stress occurs as a result of ROS formation  in the presence of poor anti‐oxidative 
defense  mechanisms.  ROS  are  a  large  group  of  oxygen‐containing  molecules  such  as 
superoxide anion (.O2‐), hydroxyl radicals (.OH‐), hydrogen peroxide, peroxynitrite (ONOO‐). 
The main  source  of ROS  are  the  electron  transport  chain  of  the mitochondria  and  other 
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enzymes such as NAD(P)H oxidases, xanthine oxidase, cyclooxygenase and  lipoxygenase 98. 
To  cope  with  oxidative  stress  cell  have  developed  protective  systems,  which  include 
glutathione, catalase and superoxide dismutase 99. A loss in anti‐oxidative mechanisms leads 
to chronic exposure of proteins, DNA and  lipids to ROS. They can affect single amino acids 
with consequences for the structure of the whole protein thus facilitating protein aggregate 
formation.  Some  amino  acid  residues  including  cysteine, methionine,  glutamine  and  the 
aromatic  amino  acids  phenylalanine,  tyrosine,  histidine  are  more  prone  to  oxidative 
modifications than others 100. Direct oxidation of  lysine, arginine, proline or threonine may 
lead  to  the  formation  of  reactive  ketones  or  aldehydes  (protein  carbonyls), which  represent 
irreversible  protein  modifications  and  may  serve  as  markers  of  oxidative  stress  84,101. 
Carbonylation  can also occur as a  result of  interaction of proteins with  lipid peroxidation 
products  such  as  4‐hydroxy‐2‐nonenal  (HNE),  malondialdehyde  (MDA),  and  advanced 
glycation end products (AGE) 102. Another common marker of oxidative stress  is formation 
of nitro‐tyrosine modifications from the reaction of peroxynitrite with electron‐rich‐groups, 
such  as  sulfhydryls,  iron‐sulfur  centers,  zinc‐thiolates  and  the  active  site  sulfhydryl  in 
tyrosine  phosphatases  103.  Production  of  peroxynitrite  can  be  instrumental  in  the 
development  of  many  pathophysiological  conditions  in  vivo  since  it  affects  signaling 
pathways and protein functions.  
1.7 Protein aggregation 
Protein  modifications  can  affect  three‐dimensional  structures  of  proteins,  make  their 
hydrophobic  core more  visible  and prone  to  interact with other hydrophobic  groups  and 
thus  promote  aggregation  104.  Several  reasons  have  been  proved  to  contribute  to  this 
process  starting  from  inherited genomic mutations  (in  case of neurodegenerative disease 
such as Alzheimers disease, Huntington’s disease, Parkinson disease), mutations  in quality 
control  proteins  like  the  heat  shock  family  (HSP),  defects  in  protein  biogenesis  including 
many  translational errors, errors  in post‐translational modifications  such  as  glycosylation, 
phosphorylation, ubiquitination and, finally, defects in proteolytic cleavage 105. 
In  addition  to  the  above mentioned  factors,  chronic  oxidative  stress  and  UV‐irradiation, 
which  are  known  to  accompany  the  ageing  process,  can  serve  as  a  major  reason  for 
aggregate  formation  99. Aggregation  triggered  by  oxidative  stress  is  a  process  happening 
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over time in a step‐wise manner. When only moderate modifications occur, proteins are still 
active  and  functional  but when  oxidative  stress  persists  and  oxidation  process  advances, 
protein misfolding  and  loss  of  protein  function  occurs  106.  Depending  on  the  degree  of 
misfolding,  the protein quality  control decides whether  the protein  should be  rescued by 
refolding or  it  should undergo degradation  via  the proteasome.  If misfolded proteins  are 
neither  refolded  nor  degraded,  oxidation  goes  on  and  proteins  cross‐link with  others.  In 
case  of  proteolytic  insufficiency,  be  it  due  to  the  ageing  process  or  other  reasons,  the 
amount of damaged proteins increases and therefore protein aggregation occurs 84.  
1.8 Lipofuscin 
Lipofuscin,  also  known  as  the  age  pigment  is  an  extensively  oxidized  and  cross‐linked 
aggregate which  contains  oxidized  proteins  (30‐58%),  lipids  (19‐25%)  and metals  such  as 
iron,  copper,  zinc,  manganese  and  calcium  (2%)  107.  Lipofuscin  formation  has  been 
attributed to a decline  in macroautophagy and activity of the UPS as a result of the ageing 
process 108‐110. It increases during the lifetime of a cell and negatively correlates with the life 
expectancy of postmitotic cells 111. Being an active material with the ability to bind metals 
and grow in surface, it has toxic potentials through which it affects cells and tissue. Tissues 
with a high protein turnover such as the brain and heart have been shown to accumulate 
lipofuscin  resulting  in highly  reactive  surfaces which keeps protein oxidation on‐going. An 
interesting  observation  from  Höhn  et  al.  revealed  that  lipofuscin  alone  can  serve  as  an 
independent  factor  for  preventing  proteasome‐mediated  proteolysis  112, which  is  clearly 
correlated  with  the  ageing  process  113‐115.  Lipofuscin  is  also  accumulated  in  lysosomal 
storage disorders 116. 
1.9 Proteasome inhibition as therapeutic approach 
The expression  levels of  several key proteins  involved  in  the control of  inflammation, cell 
cycle  regulation  and  gene  expression  are  tightly  controlled  by  the  proteasome  117. 
Accordingly, inhibition of the UPS affects a plethora of cellular processes 117,118 and may lead 
to cell cycle arrest and cell death in numerous cell types. UPS inhibition thus represents an 
attractive strategy for the therapy of hyperproliferative diseases such as multiple myeloma 
(Velcade/bortezomib)  or  vascular  restenosis  119,120.  Beyond  its  antiproliferative  and 
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proapoptotic effects, proteasome inhibition represents a novel approach for the treatment 
of inflammatory diseases including rheumatoid arthritis and reperfusion injuries, as several 
studies  revealed  their potent anti‐inflammatory properties based on  their ability  to block 
activation  of  the  inflammatory  transcription  factor  nuclear  factor  kappa  B  (NFκB)  121.  In 
endothelial  cells,  non‐toxic  doses  of  proteasome  inhibitors  induced  a  dose‐dependent 
transcriptional antioxidant response that conferred marked protection against H2O2‐induced 
oxidative stress and  improved endothelial  function via upregulation of several antioxidant 
enzymes  122. This effect was  shown  to be mediated by an Nrf2‐dependent  transcriptional 
activation  of  the  anti‐oxidant  response  element  (ARE)  on  the  promoter  of  superoxide 
dismutase 1  (SOD1)  123. These data may suggest  that nontoxic proteasome  inhibition may 
open  novel  therapeutic  avenues  for  the  treatment  of  endothelial  dysfunction  in 
cardiovascular disorders. However, proteasome  inhibitors can be grouped as poisons, that 
induce apoptosis, or as remedies, which modulate and improve cellular function. The effects 
are  context‐dependent  and  the  right  dose  and  cell  type  differentiate  a  poison  from  a 
remedy 124.  It is known that substantial, prolonged proteasome inhibition results in death of 
tumour  cells  and  highly  proliferative  cells,  while  partial,  short‐term  impairment  of 
proteasome  function  primes  a  protective  stress  response  in  normal  and  quiescent  cells. 
Given  that  a  substantial  amount  of  research  has  dissected  the  effects  of  proteasome 
inhibition in various disease settings, and proteasome inhibition is an approved therapy for 
some  of  them,  the  understanding  of  proteasome  function  in  the  context  of  endothelial 
dysfunction and  senescence  in particular,  is  still  incomplete and will be addressed  in  this 
study.  
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2 Hypothesis and aims 
Degradation  of  oxidized  proteins  or  damaged  organelles  is  an  important  part  of  cellular 
stress  adaptation.  Accordingly,  the  decline  of  proteasomal  and  lysosomal  protein 
degradation  systems  and  the  resulting  protein  aggregate  accumulation  may  affect  the 
development of senescence and age‐related cellular dysfunction. Since these processes may 
play  an  important  role  in  the  development  of  endothelial  dysfunction  and  associated 
cardiovascular  diseases  the  current  project  was  aimed  at  characterising  the  role  of 
proteasomal degradation in senescence and aged vascular endothelial cells.  
We hypothesised that proteolytic  insufficiency  is  linked to the development of senescence 
and investigated this relationship in in vitro models of oxidative and replicative stress as well 
as in endothelial cells prepared from aged mice. 
In particular, the major experimental aims of the project were as follows: 
1. To  delineate  senescence/ageing‐associated  cellular  changes  with  a  focus  on 
proteasome expression and function 
 
2. To  characterise  the  effect  of  oxidative  insult  on  expression  and  function  of  the 
ubiquitin proteasome system 
 
3. To  verify  a  causal  relationship  between  proteolytic  insufficiency  and  senescence 
development 
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3 Materials and methods 
Table 1: Materials 
Name  Vendor Catalogue 
No. 
5‐Bromo‐4‐chloro‐3‐indolyl β‐D‐
galactopyranoside (X‐gal) 
Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  B4252 
2‐Mercaptoethanol  Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  M3148 
Acetic acid  Carl Roth GmbH & Co. KG  3738.5 
Acrylamide 4K‐solution 30 % Mix 
29:1 
AppliChem GmbH  A0951 
Amersham ECL  GE Healthcare UK Limited, UK  NA931 
Ammonium chloride  Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  A9434 
Ammonium persulfate  AppliChem GmbH  A2941 
AURION BSA‐c (Bovine Serum 
Albumin) 
Aurion Immuno Gold Reagents & 
Accessories 
25509 
Bio‐Rad DC Protein Assay  Bio‐Rad Laboratories Inc., 
Hercules, USA 
500‐0006 
Bovine serum albumin Fraction V, 
pH 7,0 (BSA) 
AppliChem GmbH  A1391 
Bromphenolblue  Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  B0126 
Calcium chloride  AppliChem GmbH  A4689,0250 
Citric acid  Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  251275 
Complete, EDTA‐free Protease 
inhibitor cocktail tablets (PIC) 
Roche Diagnostic GmbH  11836153001 
Collagen  Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  C7661 
Disodium hydrogen phosphate 
dehydrate 
Carl Roth GmbH & Co. KG  T877.2 
Dimethyl sulfoxide (DMSO)  Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  D2650 
Dithiothreitol (DTT)  Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  D0632 
Ethylenediaminetetraacetic acid 
(EDTA) 
Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  E9884 
Ethylene glycol tetraacetic acid 
(EGTA)  
AppliChem GmbH  A0878,0025 
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Ethanol  Carl Roth GmbH & Co. KG  K928 
FluoromountG  Southern Biotech, USA  OB100‐01 
Glucose  Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  G8270 
Glutaraldehyde 25%  Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  G5882 
Glycerol  Carl Roth GmbH & Co. KG  3783.2 
Glycin  AppliChem GmbH  A1067 
Goat Serum (Normal)  Dako Deutschland GmbH  X0907 
HEPES  Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  H3375 
Human Serum Albumin (HSA)  Bayer Vital GmbH  A9511 
Hydrochloric acid 37 %  (HCl)  Carl Roth GmbH & Co. KG  X942.1 
Hydrogen peroxide (H2O2)  Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  H1009 
Kodak GBX developer and 
replenisher 
Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  P7042 
Kodak GBX fixer and replenisher  Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  P7167 
Magnesium chloride (MgCl2)  Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  M8266 
Magnesium sulfate  Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  M7506 
Methanol  AppliChem GmbH  A3493 
Oil red O  Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  O0625 
Paraformaldehyde  AppliChem GmbH  A3813 
Phenylmethylsulfonylfluoride 
(PMSF) 
Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  78830 
Potassium chloride (KCl)  Carl Roth GmbH & Co. KG  6781.1 
Potassium hexacyanoferrate(II) 
trihydrate  K4[Fe(CN)6] * 3 H2O   
Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  455989 
Potassium hexacyano‐ferrate (III) 
(K3[Fe(CN)6]   
Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  244023 
Skimmed milk powder  AppliChem GmbH  A0830 
Sodium chloride (NaCl)  Carl Roth GmbH & Co. KG  3957.2 
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Sodium dodecyl sulphate (SDS)  Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  71725 
Sodium hydroxide (NaOH)  Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  9356.1 
Sodium orthovanadate (Na3VO4)  Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  S6508 
Sodium diphosphate tetrabasic 
(Na4P2O7) 
Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  P8010 
Spectra Multicolor Protein Ladder 
(10‐260 kDa) 
Fermentas GmbH  26634 
Sudan Black B  Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  S2380 
Sulfuric acid  Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  339741 
TEMED  AppliChem GmbH  A1148 
Tris ultrapure  AppliChem GmbH  A1086,5000 
Triton® X‐100  Carl Roth GmbH & Co. KG  6683.1 
Tween® 20  SERVA Electrophoresis GmbH  3747.0 
 
Table 2: Cell Culture Media and Supplements 
Name  Vendor Catalogue No.
Ascorbic acid  Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  A4403 
Human serum  Lonza, Walkersville Inc., USA  H4522 
Medium 199 (M199)  Lonza, Ealkersville Inc., USA  12001‐538 
Ciprofloxacin Kabi  Fresenius Kabi Deutschland GmbH  3277624 
Collagenase II  Worthington Biochemicals 
Corporation 
LS004174 
Dulbecco`s modified Eagle`s 
medium (DMEM/F12 1X) 
Gibco® Life Technologies 
Corporation, UK 
10564011 
Dulbecco’s modified Eagle 
medium (high glucose) 
PPA Laboratories GmbH  11965092 
Dynabeads  Dynal Biotech ASA  110.35 
Endothelial mitogen (EM)  Biomedical Technologies Inc., USA  B‐203 
Fetal calf serum (FCS)  Cambrex Bio Science Verviers 
SPRL 
B‐4800 
Gelatine  ICN Biomedicals GmbH  02901771 
Heparin‐sodium  Hoffmann‐La Roche AG   
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L‐Glutamine  ICN Biomedicals GmbH, Germany  02194678 
Penicillin/streptomycin  Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  P4333 
Trypsin‐EDTA  
(0.05 % / 0.02 %)  Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  59417C 
 
Table 3: Commercial kits 
Name  Vendor  Catalogue No. 
DC TM Protein assay kit II  BIO‐RAD Laroratories GmbH  #500‐0112 
Glucose (GO) Assay kit  Sigma‐Aldrich Chemie GmbH #GAGO20 
OxyBlot Protein Oxidation 
Detection kit  Merck Millipore Corporation  S7150 
 
Table 4: Inhibitors and activators 
Name  Vendor  Catalogue No. 
DL‐buthionine‐[S,R]‐
sulfoximine (BSO)  Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  B2640 
Bortezomib  Selleckchem S1013 
MG132  Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  M7449 
Oleuropein  Sigma‐Aldrich Chemie GmbH  12247 
 
Table 5: Buffers and Solutions 
Buffer / Solution  Preparation/Composition 
Ammonium persulfate (APS)   dissolved freshly before usage: 0.5 g APS  in 5 ml ddH2O  
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Blocking buffer for western blot 
 
 
 
5 % milk (for most antibodies) or 5 % bovine serum 
albumin (BSA) (for detection of carbonylation, O‐
GlcNAc, nitrotyrosin), 0.1 % Tween®20 in TN buffer  
Blocking buffer for 
immunofluorescence  0.2% BSA‐C, 5% goat serum, 0.1% Triton 
Blotting buffer (10x)   25 mM Tris base, 192 mM glycine, storing at 4°C, for usage dilute 1:10  + 10 % methanol  
Bromophenol blue  
 
30 mg bromophenol blue diluted in 1 ml phosphate 
buffered saline (PBS), storage at 4°C  
Buffer for diluting primary 
antibodies  
 
5 % BSA, 0.1 % Tween®20 in Tris/NaCl (TN) buffer, 
storage at 4°C  
 
Buffer for diluting secondary 
antibodies  
 
5 % milk or 5% BSA, diluted in 0.1 % Tween®20 in 
TN buffer  
Electrode buffer (10x)  
30.3 g/l Tris base, 144.2 g/l glycine, 10 g/l sodium 
dodecyl phosphate (SDS), stored at room 
temperature (RT), dilution 1:10 before usage  
 
Fixing solution for SA‐β‐
galactosidase  assay 
2% formaldehyde, 0.2% glutaraldehyde prepared in 
PBS, storage for 1 month at RT 
Gelatine for coating culture 
dishes 
 
 
0.2% dissolved in ddH2O at 56°C, sterile filtered, 
storage at 4°C 
 
HEPES buffer  
 
 
145 mM NaCl, 5 mM KCl, 1 mM MgSO4, 10mM 
HEPES, 10 mM glucose, pH =7.4,  after sterile 
filtration storage at 4°C  
3 x 26S incubation buffer for 
proteasome activity 
0.45 mM Tris base, 0.089 mM KCl, 15 mM 
Mg(CH3COO)2 * 4H2O, 15 mM MgCl2 * 6 H2O, 
dissolved in ddH2O, pH=8.3, storage at ‐20°C 
1 x 26S Incubation buffer for 
AMC standards 
Mixture of 26.64 ml 3 x 26S Incubation buffer + 48 
ml ddH2O + 5.28 ml DMSO 
 
Krebs‐Ringer‐HEPES (KRH) 
buffer  
 
50 mM HEPES, 137 mM NaCl, 4.7 mM KCl, 1.85 
mM CaCl2, 1.3 mM MgSO4, pH = 7.4, storage at 
4°C  
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Laemmli buffer (3 x)  
9 % SDS, 15 % glycerol, 10 mM EDTA, 186 mM Tris 
base, pH = 6.8, storage at  ‐20°C, addition of  6 % 2‐
mercaptoethanol, 0.03 % bromophenol blue before 
usage 
Lysis buffer A for cytosolic 
fractionation 
250 mM sucrose, 20 mM HEPES (pH 7.4), 10 mM 
KCl, 1.5 mM MgCl2, 1 mM EDTA, 1 mM EGTA, 
addition of 1 mM dithiothreitol (DTT), 0.2 M PMSF, 
PIC (10 µl/ml) before usage 
Lysis buffer B for nuclear 
fractionation 
 
50 mM Tris (pH= 8), 150 mM NaCl, fresh addition of 
1 % NP‐40 (dissolved in buffer B), 0,1 % SDS, 0,5 % 
deoxycholate, 10 % glycerol, 1 mM PMSF, 10 µl/ml 
PIC 
Lysis buffer for proteasome 
activity  
 
250 mM sucrose, 25 mM Hepes, 1 0mM MgCl2 * 
6H2O, 1 mM EDTA dehydrate, 1 mM DTT prepared 
in ddH2O, pH=7.8 
Lysis buffer for western blot 
 
Washing buffer plus 1 % Triton® X‐100, 0.1 % SDS, 
kept at 4°C, addition of  1 mM PMSF, 10 μl/ml PIC 
just before usage 
 
Phenylmethylsulfonyl fluoride 
(PMSF)  
200 mM stock solution, 1 mg PMSF dissolved in 
28,7 μl DMSO  
 
Phosphate‐buffered saline 
(PBS)  
145 mM NaCl, 2.7 mM KCl, 1.5 mM KH2PO4,  
8 mM Na2HPO4 x 2 H2O, pH= 7.4, storage  at 4 °C  
Protease inhibitor cocktail (PIC)   1 tablet dissolved in 500 μl ddH2O, storage at ‐20°C  
Protein standard for Lowry   10 mg BSA diluted in 10 ml NaCl, storage at 4°C   
Reaction buffer for GSH/GSSG 
assay  
1 M Tris, 0.5 M EDTA, 150 mM NADPH, 10 mM 5,5'‐
dithiobis‐(2‐nitrobenzoic acid) (DTNB)  
 
Reagent mix for proteasome 
activity 
Mixture of 33.3 μl of 3 x 26S incubation buffer + 0.2 
μl 1M DTT + 66.5 μl ddH2O, prepared freshly on the 
day of assay 
 
SDS stock solution (10 %)  10 g SDS dissolved in 100 ml ddH2O, storage at RT 
Staining solution for SA‐β‐
galactosidase 
40 mM citric acid/Na phosphate buffer, 5 mM 
K4[Fe(CN)6] * 3 H2O, 5 mM K3[Fe(CN)6], 150 mM 
NaCl, 2 mM MgCl2, 1 mg/ml X‐gal, prepared in 
ddH2O,  pH=6  
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Solubilization buffer   0.4 % NaOH, 2 % Na2CO3, 1 % SDS, storage at RT 
TN buffer (10x)  
150 mM NaCl, 10 mM Tris base, pH =7.6, storage at 
4°C, dilution 1:10 before usage 
 
TN‐T buffer   % Tween®20 in TN buffer   
Tris‐EDTA (pH 7.5)   50 mM Tris base, 4 mM EDTA, storage at 4°C 
Tris‐HCl buffer (pH 6.8)   1.25 M Tris base, pH=6.8,  storage at 4°C   
Tris‐HCl buffer (pH 8.8)   1.875 M Tris base, pH=8.8, storage at 4°C   
Washing buffer for lysis  
50 mM Tris (pH = 7.4), 2 mM EDTA, 1 mM EGTA, 50 
mM NaF, storage at 4°C, addition of 1 mM DTT, 10 
mM Na4P2O7, 1 mM Na3VO4  just before usage 
 
Table 6: Media Composition 
 
Media / Supplement 
 
 
Composition 
 
 
 
 
Complete growth medium 
for HUVECs 
 
 
M199 plus 17.5 % heat inactivated fetal calf serum 
(FCS), 2.5 % human serum (HS), 100 U/ml penicillin, 
100 μg/ml streptomycin, 680 μM L‐glutamine,  25 
mg/ml heparin, 7.5 mg/ml endothelial mitogen, 5 
μg/ml vitamin C freshly added; in primary cultures 
addition of 10 μg/ml ciprofloxacin 
Lactate production medium 
(LPM)  
 
M199 without phenol red, 2 % heat inactivated sterile 
FCS, 2 mM glutamine, sterile filtered and stored at 4°C 
 
Minus medium for MLECs 
 
DMEM/F12 plus 20 % heat inactivated FCS, 100 U/ml 
penicillin, 100 μg/ml streptomycin, 2 mM glutamine  
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Plus medium for MLECS 
 
 
DMEM/F12 plus 20 % heat inactivated FCS, 100 U/ml 
penicillin, 100 μg/ml streptomycin, 2 mM glutamine, 
25 μg/ml Heparin, 75 μg/ml endothelial mitogen   
 
Stop medium for HUVECs 
 
10 % FCS heat inactivated, 100 U/ml penicillin, 100 
μg/ml streptomycin prepared in M199 
 
 
Table 7: Primary antibodies 
Antibody  Vendor  Catalogue    
No. 
Application  Dilution
AMPK 
Cell Signaling 
Technology, Inc.  2532  Western blotting  1:1000 
Anti‐
phospho_Histone 
H2A.X (Ser 139) 
clone JBW301 FITC 
conjugate 
Merck Millipore 
Corporation 
FCMAB 
16‐202A 
Flow cytometry  1:800 
Anti‐Proteasome 
20S alpha 
1+2+3+5+6+7 
abcam®  ab22674  Western blotting  1:1000 
Anti‐Proteasome 
20S LMP2 
abcam®  ab42987  Western blotting  1:1000 
Anti‐Proteasome 
20S LMP7 
abcam®  ab180606  Western blotting  1:1000 
Anti‐PSMB5  abcam®  ab3330  Western blotting  1:2000 
β‐actin 
Cell Signaling 
Technology, Inc.  4970  Western blotting  1:5000 
β1 subunit 
Santa Cruz 
Biotechnology, Inc.  sc‐67345  Western blotting  1:1000 
β2 subunit  Enzo  MCP165  Western blotting  1:1000 
CD102  BD Biosciences  553326  Beads conjugation  1 : 25 
CD31  BD Biosciences  550274  Flow cytometry  1:25 
eNOS  BD Biosciences  610297  Western blotting  1:2000 
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iNOS  BD Biosciences  610599  Western blotting  1:2000 
Nitro‐tyrosine 
Merck Millipore 
Corporation  AB5411  Western blotting  1:1000 
O‐GlcNAc   Covance, Inc  MMS‐248R  Western blotting  1:1000 
P‐AMPK alpha 
(T172) (40H9) 
Rabbit mAb 
Cell Signaling 
Technology, Inc.  #2535S  Western blotting  1:1000 
p21 (F‐5) 
Santa Cruz 
Biotechnology, Inc.  sc‐6246  Western blotting  1:1000 
p53 (1C12) Mouse 
mAb 
Cell Signaling 
Technology, Inc.  #2524S  Western blotting  1:1000 
p‐p53 (S15) Rabbit 
Ab 
Cell Signaling 
Technology, Inc.  #9284S  Western blotting  1:1000 
Proteasome 20S 
core subunits 
Enzo  BML‐PW8155  Western blotting  1:1000 
Anti‐ubiquitin 
Cell Signaling 
Technology, Inc.  #3936  Western blotting  1:1000 
Vinculin Antibody 
Cell Signaling 
Technology, Inc.  #4650S  Western blotting  1:1000 
 
Table 8: Secondary antibodies 
Secondary 
antibody 
Type  Dilution Application Manufacturer
Anti‐rabbit IgG (H+L)  
 
goat/ 
peroxidase 
 
1:5000 or 
1:10000  
 
Western Blotting 
Kirkegaard & 
Perry, 
Laboratories, Inc.  
Anti‐mouse IgM (μ)  
 
goat/ 
peroxidase 
 
1:5000   Western Blotting 
Kirkegaard & 
Perry, 
Laboratories, Inc.  
Goat anti‐mouse 
AlexaFluor488 
goat 
polyclonal  1:250  Immunofluorescence  Life Technologies 
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3.1 Methods  
3.1.1 Preparation of endothelial cells  
Primary endothelial  cells deriving  from  two different  sources have been employed  in  this 
study.  For  in‐vitro‐experiments,  human  umbilical  vein  endothelial  cells  (HUVECs)  isolated 
from umbilical cords of healthy donors were used. For ex‐vivo‐experiments, microvascular 
lung endothelial cells (MLEC) were prepared from lungs of young or old wild‐type mice. 
3.1.2 Preparation of HUVECs 
Human umbilical cords were  transported  in  sterile containers and maintained at 4°C until 
endothelial  cells  were  prepared.  Umbilical  cords  were  first  surface‐sterilised  with  70% 
ethanol. Then,  the umbilical veins were perfused with sterile buffer  (3.1.5). Subsequently, 
endothelial cells were dissociated by applying 0.01% collagenase  II dissolved  in M199  into 
the vein and  incubating  it at 37  °C  for 3 min  in a water bath with gentle massaging. The 
medium containing dislodged cells was collected in a falcon tube with stop medium to block 
collagenase activity, and the suspension was centrifuged at 500 x g for 6 min. The obtained 
cell pellet was resuspended in stop medium and seeded in a 75 cm2 culture flask pre‐coated 
with 0.2 % gelatine. Cells were incubated under standard growth conditions (37 °C, 5% CO2, 
95% humidity). Once  firmly adhered, HUVEC were washed  twice with phosphate‐buffered 
saline  (PBS),  pH–7.5,  to  remove  tissue  debris  and  supplied  with  fresh  growth  medium 
supplemented  with  0.5%  ciprofloxacin  until  the  first  passage.  HUVECs  were  routinely 
passaged  by  trypsinisation  (trypsin‐EDTA,  0.005%  /  0.002%  at  37  °C  for  3  min), 
centrifugation at 500 x g for 6 min, and reseeding at a density required for the experimental 
design. HUVEC of passage 2 (second subculture) were used for virtually all experiments with 
proteasome  inhibitors (MG132 and bortezomib), and for the premature senescence model 
(H2O2 treatment). 
3.1.3 Preparation of MLEC  
MLECs  used  for  ex‐vivo‐experiments were  prepared  from wild  type mice  at  the  age  of  2 
months, considered as young mice, or at the age of 24 months, considered as old mice. The 
procedure for endothelial cell isolation was as follows: 
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Animals were sacrificed by cervical dislocation and the whole body surface was immediately 
disinfected with 70% ethanol. Under aseptic condition mice  lungs were excised and stored 
in  ice‐cold  DMEM  until  processing  of  tissue.  Sterile  instruments  such  as  scissors  and 
tweezers were  used  for mincing  to  obtain  a  homogeneous mass.  The minced  tissue was 
collected  in a  falcon  tube and  incubated with 0.2% collagenase  II  in DMEM at 37  °C  for 1 
hour. During this period, every 10 min a gentle mixing was performed. Next, the digest was 
triturated 20  times using a blunt edge cannula and  filtered  through a 40 µM cell strainer, 
which prevented  the undigested  tissue particles  to pass  through. After  this  step,  the  cell 
strainer was washed with (‐) medium (Table 6), which at the same time stopped collagenase 
II enzymatic activity. The soulution containing  the digested  tissue was  then centrifuged at 
500 x g  for 10 min. The obtained cell pellet was resuspended  in (+) medium  (Table 6) and 
seeded on 75 cm2 culture  flasks, which had previously been pre‐coated with 0.2% gelatin. 
One day after preparation,  the culture  flasks containing a mixture of cells  from the whole 
lung  tissue were washed briefly with 2% FCS/PBS and  fresh  (+) medium was added. Cells 
were  cultured  and  just  before  confluence  was  reached,  the  first  positive  selection  for 
endothelial cells using magnetic beads was performed. To this end, magnetic beads coupled 
to sheep anti‐rat  IgG  (3 x 106 beads per 75 cm2  flask)  (Table 7) were washed  three  times 
with 2 % FCS/PBS and then conjugated to rat anti‐mouse CD102 antibody (4.5 µg per 75 cm2 
flask). After an incubation time of 2 h at 4 °C on a rotator machine, conjugated beads were 
washed with 3 % FCS/PBS solution using a magnet (Dynabeads MPC‐S; Dynal Biotech ASA). 
The  anti‐CD102‐conjugated  beads  were  then  added  to  the  mixed  cultures  and  put  for 
incubation at 4 °C for 1 hour. After binding of conjugated beads to endothelial cells, culture 
flasks were first washed with warm PBS and then rinsed with trypsin. Detachment of cells 
took place after allowing incubation with trypsin at 37 °C for 5 min. The enzymatic reaction 
was stopped using (‐) medium and the cell solution was transferred into a 15 ml tube. Then, 
a second 15 ml tube was placed in a magnet and the suspension was pipetted into this tube 
on the side of contact between the tube and the magnet. This allowed only endothelial cells 
bound  to magnetic  beads  to  attach  to  the wall  of  the  tube while  other  cells  types  not 
expressing  CD102  were  left  in  suspension.  After  10  min  of  incubation,  the  solution 
containing  bead‐free  cells  was  discarded  and  the  tube  containing  endothelial  cells  was 
removed  from  the magnet.    The  tube wall was  rinsed with  (+) medium  and  cells were 
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resuspended  and  seeded  into  new  culture  flasks.  A  second  selection  procedure  was 
performed  after  cells  reached  a  confluent  state.  Then,  endothelial  cells  were  seeded 
according  to  the planned experiment. Fresh medium was provided daily  to allow optimal 
growth.   Cellular yield was approximately 5  ‐10 x 106  for each mouse. Culture purity was 
assessed  by  CD31  staining  (a  specific  endothelial  cell marker)  using  flow  cytometry  and 
varied from 85% ‐ 95%. 
3.1.4 Long‐term treatments of HUVECs 
3.1.4.1 Treatment of HUVECs with H2O2 – stress‐induced senescence model 
HUVECs  of  the  second  subculture were  seeded  to  30 mm  culture  dishes  at  a  density  of 
2.2 × 105 cells. 48 hours post seeding, cells were stimulated with H2O2  in complete growth 
medium at a  final  concentration of 75 µM and 100 µM. H2O2 was  readded daily  in  fresh 
growth medium for 8 days. After 8 days, cells were used for different analysis. 
3.1.4.2 Culture of HUVECs for replicative senescence model 
Generation  of  senescent  endothelial  cells  required  passaging  of HUVECs  in  culture  for  a 
period  of  approximately  80  days  equivalent  to  20‐22  passages  and  15‐17  population 
doublings. HUVECs were  split  at  a  ratio  of  1:4  in  early  passages  and  as  the  cells  growth 
slowed down during the  late passages when  features of senescence started to occur, at a 
ratio of 1:2. Passaging of cells was done when the endothelial monolayer was about 80 – 90 
%  confluent. Cumulative population doublings  (cPDL) were  calculated using  the  following 
equation: CPD =  (log  (A) –  log  (B))/log2  (A: number of cells at  the end of one passage; B: 
number  of  cells  that  were  seeded  at  the  beginning  of  one  passage).  After  roughly  20 
passages  almost  80 %  of  cells  reached  a  senescent  state  and were  ready  to be used  for 
experiments. 
3.1.4.3 Treatment of HUVECs with proteasome inhibitors 
In order  to  study  the  role of proteasome  inhibition on  endothelial  cells  senescence,  two 
inhibitors, MG132  and  bortezomib, were  applied  to  second  subcultures  of HUVECs. Cells 
(2.2 × 105) were seeded on 30 mm culture dishes. 48 h after seeding, treatment of cells with 
0.25 µM, 0.5 µM or 1 µM MG132  in complete growth medium was started and proceeded 
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for 4 consecutive days. Medium was changed every day and freshly prepared inhibitor was 
readded  to  the  culture  dish.  Then,  a  period  of  1  week  in  culture  was  given  for  the 
restoration of proteasome activity. The  treatment of  cells with bortezomib  (10 nM or 20 
nM) was performed in a similar way but was continued for only 2 days before the inhibitor‐
free  recovery  period  of  1  week.  Cell  lysates  for  proteasome  activity measurement  and 
western blotting analyses were made at the end of treatment period for each proteasome 
inhibitor as well as after the recovery period in the absence of the inhibitors.  
3.1.5 Characterization of endothelial cells by staining techniques 
3.1.5.1 Senescence associated β–galactosidase (SA‐‐gal) staining  
For  identifying  senescent  cells,  SA‐β‐gal  staining was performed.  Staining of HUVECs was 
done on 30 mm dishes seeded at a rather  low density of 1.6 x 105 cells per culture dish to 
avoid  false  positive  results  due  to  high  cell  confluence. MLECs  stained  for  SA‐β‐gal were 
seeded  at  8  x  104  cells  per  30 mm  dish.  On  the  day  of  staining,  growth medium  was 
aspirated from each culture dish and cells were washed once with ice‐cold PBS. Immediately 
thereafter, cells were fixed for 5 min at room temperature using 0.2 % formaldehyde/0.02 % 
glutaraldehyde.  Fixed  cells  were  washed  again  two  times  with  PBS  and  finally,  1.5  ml 
staining solution (3.1.5) was added to each dish. Cells were  left  in a dry  incubator at 37 °C 
overnight in case of HUVECs and for 48 hours in case of MLECs. While the staining solution 
was still on the culture dish, cells were checked under the microscope (10 x magnification) 
for  the  development  of  a  blue  colour.  10  pictures  were  taken  in  random  fields  and 
senescent  cells  were  counted  with  the  help  of  ImageJ  software.  Senescent  cells  were 
calculated as a percentage of blue positive SA‐β‐gal cells compared to the total number of 
cells in the respective fields. 
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Figure 6: SA‐β‐Galactosidase Staining 
Senescence‐associated  β‐galactosidase  (SA‐β‐gal), a  lysosomal enzyme, becomes very abundant  in 
senescence due  to  increased  lysosome numbers per  cell. Cells expressing high amounts of  the  β‐
galactosidase enzyme stain blue at the pH of 6.0, due to the cleavage of the chromogenic substrate 
5‐bromo‐4‐chloro‐3‐indolyl β D‐galactopyranoside (X‐gal). 
3.1.5.2 Oil‐Red‐O staining 
Oil‐Red‐O  is a fat soluble dye used for staining of neutral triglycerides and  lipids. Thus,  it  is 
suitable for observation of lipid droplet formation under certain conditions. The red‐stained 
lipids can be visualised under  light or fluorescent microscope. For this assay, HUVECs were 
seeded on coverslips  in a 24‐well‐plate at a density of 3.5 x 104 cells per dish. The staining 
procedure started with washing the coverslips two times with Hepes/CaCl2/HSA‐buffer. Cells 
were then fixed for 20 min with 4 % paraformaldehyde and further washed three times with 
PBS. Then, cells were  incubated with Oil‐Red‐O  solution  [0.5%  (w/v)  in 60% Propan‐2‐ol  / 
H2O (v/v)] for 30 min in the dark. At the end of incubation, the dye was aspirated and cells 
were washed 3 times with PBS. The coverslips were imbedded on slides and visualisation of 
staining  was  done  under  a  light microscope.  For  the  quantitative  analysis  of  Oil‐Red‐O 
staining, parallel dishes were prepared  and  stained  the  same way. Only  at  the  final  step 
after staining with Oil‐Red‐O and washing with PBS, the dye was extracted using 250 μl of 
100 % isopropanol for each dish. Culture dishes were left for 5 min with isopropanol under 
gentle  shaking.  Finally,  the  absorbance  of  the  extract  was  measured  at  510  nm  in  a 
CLARIOstar plate photometer. 
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3.1.5.3 Sudan Black Staining 
The  Sudan  black  staining  was  performed  to  detect  lipofuscin,  which  is  accumulating  in 
senescent cells. Preparation of Sudan black solution was done by dissolving 0.7 g of Sudan 
black powder  in 100 ml of 70 % ethanol  in a dark glass bottle, which needs  to be  tightly 
closed  to  avoid  evaporation  of  ethanol.  The  solution  was  stirred  overnight  at  room 
temperature.   Cells were  seeded on coverslips  in a 24‐well‐plate at a density of 3.5 x 104 
cells per dish. On  the day of  staining, medium was aspirated and  cells were washed  two 
times with PBS and  then  fixed  for  two minutes  in 70 % ethanol. 250  μl of Sudan  staining 
solution was  added  to  the  coverslips  and  left  to  incubate  for 5 min.  The  cells were  then 
washed three times with PBS. The coverslips were carefully  lifted, wiped on the edges and 
mounted  in  40%  Glycerol/TBS mounting medium  on  a  slide.  The  lipofuscin  staining was 
visualized under a light microscope. 
3.1.6 Protein analytics 
3.1.6.1 Western blotting 
For  sample  preparation,  culture  dishes were  brought  on  ice  and  cells were washed  two 
times with  cold wash‐lysis buffer.  Lysis buffer  (60 µl  for 30 mm dishes, 80 µl  for 60 mm 
dishes, 200 µl for 90 mm dishes) was added to the cells and left for 15 min. Cells were then 
scraped from the culture dish and the lysates were transferred to eppendorf tubes standing 
on  ice. At this step, two aliquots of  lysate were taken for protein determination while half 
volume of 3x Laemmli buffer was added to the remaining lysate. Samples were boiled for 5 
min at 95 °C to allow protein denaturation. Lysates were stored at ‐20°C until processing for 
western  blotting.  The  protein  concentration  was  analyzed  spectrophotometrically  by 
applying the Lowry method using an Uvikon 930 spectrophotometer (Tresser Instruments). 
SDS‐PAGE of proteins was performed using 20‐50 µg proteins and applying a water‐cooled 
system.  Separated proteins were  then  transferred by  the BioRad Trans‐Blot  tank  transfer 
system onto polyvinylidene fluoride membranes. The membranes were blocked either with 
5 % non‐fat dry milk or 5 % BSA diluted in TN‐tween buffer for 1 hour at room temperature. 
Incubation  with  primary  antibody  was  performed  overnight  at  4  °C.  The  next  day, 
membranes were washed  and  incubation with  secondary  antibody was  performed  for  1 
hour at room temperature. Thereafter, membranes were washed again and visualisation of 
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peroxidase‐coupled  secondary  antibody  was  done  using  a  chemiluminescence  kit  and 
autoradiography  films  described  in materials  and methods.  In  case  of  reusing  the  same 
membrane for another antibody, the membranes were stripped using stripping buffer for 35 
min at 56 °C under soft agitation. To document experimental results, all films were scanned 
and quantification of blots was performed using ImageJ software. 
3.1.6.2 Subcellular fractionation of proteins 
For fractionation of cytosolic and nuclear proteins, HUVECS were seeded on 90 mm dishes 
at a density of 106 cells and lysates were prepared 48 h post seeding. Culture dishes were 
placed on ice and washed twice with cold PBS. 300 µl of buffer A (Table 5) were added on 
each dish and incubated for 30 min. Cells were scraped and transferred to eppendorf tubes 
standing on ice. The lysates were homogenized using a 25G needle and centrifuged at 700 x 
g,  6  min,  4°C.  The  sediment  of  this  centrifugation  contains  nuclear  proteins.  The 
supernatant  (cytosol  +  membranes)  was  transferred  to  ultracentrifuge  tubes  and 
centrifuged at 50.000 x g and 4°C,  for 60 min. After ultracentrifugation,  the  supernatant 
containing cytosolic proteins was concentrated by centrifugation at 14000 x g for 3 min at 
4°C through an ultra‐15 centrifugal filter provided by Amicon. The concentrate was shaken 
softly,  filtered and  recentrifugated. The  final sample was  then  transferred  to a new  tube 
and  2  times  2  µl  were  taken  for  protein  determination  while  the  rest  was  boiled  in 
Laemmli‐buffer for 5 min at 95 °C.  
The pellet obtained after  the  first centrifugation was washed  three  times with 500  μl of 
cold buffer A  including centrifugations at 700 x g  for 10 min at 4°C. The remaining pellet 
containing nuclear proteins was then lysed in 60 μl of lysis buffer B (Table X). Lysates were 
sonicated with  10  strokes  and  incubated  on  ice  for  15 min.  After  15 min,  lysates were 
centrifugated again at 1700 x g for 5 min at 4°C.  The supernatant was transferred into new 
eppendorf  tubes and 2  times 2μl of  lysate were  taken  for protein determination. To  the 
rest of  lysate 3x Laemmli buffer was added and samples were boiled  for 5 min at 95  °C. 
Samples were frozen at ‐20 °C until western blotting analyses of proteins was performed. 
3.1.6.3 Protein carbonylation assay  
For determining carbonylated proteins under certain conditions we made use of the OxyBlot 
protein oxidation kit S71500. The principle of  this assay  is based on derivatising  carbonyl 
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groups at protein side chains with 2,4‐dinitrophenylhydrazine  (DNPH). The generated 2,4,‐
dinitrophenyl  adducts  can  then  be  detected  by  antibodies  specific  to  the  attached  DNP 
moiety  of  the  proteins  in  western  blots.  Lysates  for  detecting  protein  carbonyls  were 
prepared  in  a  similar  way  as  lysates  for  western  blotting  with  some  distinctions.  First, 
growth medium was aspirated from each culture dish and cells were washed 2 times with 
wash buffer (Table 5). Dishes kept on ice were then lysed in 40 µl (in case of 30 mm dishes) 
or 60 µl (in case of 60 mm dishes) of complete lysis buffer (Table 5). After 15 min incubation 
on ice, lysates were transferred into eppendorf tubes and centrifuged at 700 x g for 6 min at 
4 °C. The supernatants were then transferred into new eppendorf tubes on ice. At this stage, 
2  times 2 µl of  lysate was  taken  for protein determination. Before preparing  samples  for 
loading  on  gel  electrophoresis,  protein  concentration  of  all  samples was  adjusted.  Total 
amount of proteins used for this assay varied from 15 µg – 20 µg. For each sample, 10 µl of 
total  lysate volume was transferred  into a new eppendorf tube and 10 µl of 12 % SDS was 
added. Next, 20 µl of derivatisation solution was pipetted to each sample. After incubation 
for  15 min  at  room  temperature,  addition  of  15  µl  neutralization  solution  stopped  the 
derivatisation reaction.   Samples were separated  in 12 % gels or gradient gels followed by 
western blotting.   Finally, PVDF membranes were blocked  in 5 % BSA  for 1 hour at  room 
temperature and then washed three times with TN‐T buffer for 5 min. Blocked membranes 
were  incubated overnight  at  4  °C with  a primary  antibody  specific  to DNP moiety of  the 
proteins. The next day, after several washing steps with TN‐T buffer  the PVDF membrane 
was  incubated  with  goat  anti‐rabbit  IgG  for  1  hour  at  room  temperature  and 
immunodetection of proteins was done as described below. 
 
 
 
Figure 7: Derivatization of protein carbonyl groups with 2,4‐dinitrophenyl hydrazine 
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The  carbonyl  groups  at  the  protein  side  chains  are  derivatised  with  2,4‐dinitrophenylhydrazine 
(DNPH). The generated 2,4,‐dinitrophenyl adducts DNP‐derivatised protein samples can be detected 
in western blots with specific antibodies after separation by polyacrylamide gel electrophoresis. 
 
3.1.6.4 Immunofluorescence staining of 20S core proteasome  
MLECs  seeded  on  coverslips,  which  had  been  coated  before  with  0.2  %  gelatine,  were 
washed  two  times with HEPES‐buffered  solution and  fixed with 4 % paraformaldehyde at 
room temperature. Fixed cells were washed two times with PBS and permeabilized using 0.1 
% Triton in PBS for 5 min. Afterwards, cells were blocked for 30 min in blocking solution (0.2 
% BSA‐c and 5 % goat serum in PBS with 0.1 % Triton). The incubation with primary antibody 
anti‐rabbit 20S core (Enzo PW8155‐0100) was done for 1 h at room temperature.  After two 
washings,  samples  were  incubated  in  the  dark  with  fluorophore‐conjugated  secondary 
antibody goat anti‐mouse AlexaFluor488 for 30 min at room temperature. Cell nuclei were 
then  stained  with  4',6‐diamidino‐2‐phenylindole  (DAPI,  1  µg/ml  in  PBS)  for  10 min  and 
coverslips were  embedded  on  slides with  Fluoromout.    Slides were  stored  at  4  °C  until 
analysis with a fluorescent microscope.  
3.1.6.5 Detection of CD31 by flow cytometry 
CD31  is a 130 kDa adhesion molecule  commonly used as a  surface marker of endothelial 
cells. We  verified  and  confirmed  the  purity  of MLEC  isolates  (young/old mice)  and  the 
identity of  late passage HUVECs  (senescent cultures) by monitoring CD31 staining via  flow 
cytometry.  Briefly,  cells  in  culture  dishes  were  PBS‐washed  and  fixed  on  ice  in  0.5  % 
paraformaldehyde for 2‐3 minutes. This fixation step maintains the CD31 antigen structure 
and  allows  trypsinisation  without  loosing  the  surface  antigen.  The  cell  suspension  was 
further  washed  twice  in  PBS  including  centrifugation  steps  at  500  x  g  for  6  min. 
Resuspended  cells  were  then  blocked  in  0.2  %  BSA‐c/PBS  for  30  minutes  at  room 
temperature  followed by  incubation with  the  primary  antibody  rat  anti‐mouse CD31  (BD 
Pharmingen,  #  550274)  for  30 min.  Thereafter,  cells were washed  and  incubated  for  30 
minutes  with  Cy5‐conjugated  goat  anti‐rat  IgG  diluted  in  0.2%  BSA‐c/PBS  as  secondary 
antibody  (Millipore, # AP136S). Following a  final wash, cells were resuspended  in PBS and 
analysed  by  flow  cytometry  using  the BD  FACS  canto  instrument  equipped with Arg  and 
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He/Ne laser sets. For most experiments, about 2‐4 x 104 cells were used and analyzed using 
FlowJo software. 
3.1.7 Proteasome activity assay 
3.1.7.1 Lysis procedure for proteasome activity assay 
For  determination  of  proteasome  activity,  HUVECs were  seeded  on  60 mm  dishes  at  a 
density of 3.6  x 105  cells  and MLECs  at 1.6  x 105  cells per dish. On  the day of  lysis,  cell 
culture dishes were placed on a plate warmer at 37 °C.  Cells were washed two times with 2 
ml Hepes/Ca and 500 µl trypsin‐EDTA was added for 5 min. Trypsin enzymatic reaction was 
stopped by addition of 1 ml of stop medium to the culture dish. Then, the cell suspension 
was collected in 2 ml eppendorf tubes placed on ice and centrifuged at 600 x g for 5 min at 
4°C. The cell pellet was resuspended in 1.5 ml Hepes/Ca.  A second round of centrifugation 
was performed at 500  x g  for 5 min at 4  °C. After aspiration of  the  supernatant,  the  cell 
pellet was lysed in 80 µl lysis buffer (3.1.5). The lysate was further triturated 20 times with a 
20G needle and subjected to 3 rounds of freezing in liquid nitrogen and thawing in a water 
bath at 37  °C. Subsequently,  the  lysates were centrifuged at 14000 x g  for 10 min at 4°C. 
Supernatants were transferred into new eppendorf tubes and 2 times 2 µl lysate was taken 
from the lysate for protein determination. 
3.1.7.2 Measurement of proteasome activity 
For determining proteasome activity, 3 different peptide substrates were used, which were 
all  tagged  to  7‐amino‐4‐methylcoumarin  (AMC).  Each  substrate  is  specific  for  a  distinct 
proteasome activity. In the presence of a proteasome activity, these substrates release free 
highly  fluorescent  AMC,  which  can  be  measured  in  a  fluorescent  plate  reader  at 
λex360/λem460. AMC standards (10 μM, 5 μM, 2 μM, 1 μM, 0.5 μM, 0.25 μM, 0.1 μM and 0 
μM) were prepared  in a  final volume of 120 µl of 1 x 26S  incubation buffer  (Table 5) and 
used for a standard curve for calculating proteasome activity of samples. For the samples of 
one  experiment,  protein  concentration was  adjusted  to  the  concentration  of  the  sample 
with  the  lowest  concentration  in  a  total  volume of 10 µl. Protein  concentration used  for 
proteasome activity varied from 15 µg – 25 µg proteins per 10 µl  in different experiments. 
Double determination  for each  sample was performed. On  the day of  the assay, 10 µl of 
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sample  lysate with adjusted protein  content was  transferred  to a well of a 96 well plate. 
Then, 100 µl of freshly prepared reagent mix was added (Table 5) and the plate was gently 
agitated  for 2 min. Thereafter,  samples were  incubated  for 10 min at  room  temperature. 
Subsequently, the plate was brought to a dark room where 10 µl of substrate was added to 
each well except the wells containing the standards. The plate was agitated gently to allow 
mixing of the substrate and covered with aluminium foil to protect samples from light. After 
incubation for 30 min at 37 °C, measurement of fluorescence was performed in a fluorescent 
plate reader at λex360/λem460. Using the AMC standards, a  linear regression equation was 
set  up  to  calculate  specific  proteasome  activities.  Activity  was  calculated  as  nmol  AMC 
substrate  / mg protein * min. Results were presented as mean ±  standard error of mean 
(SEM) of independent experiments. 
 
 
    
Figure 8: Principle for determining Caspase‐like, Trypsin like and Chymotrypsin like activity  
Proteasome activity is measured by adding AMC‐tagged substrates (specific for each activity) to cell 
lysates prepared for proteasome activity. In the presence of proteolytic activities substrates release 
free  and  highly  fluorescent AMC.  Fluorescence  intensity  can  be measured  and  is  proportional  to 
proteasome activities.   
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3.1.8 Detection of metabolites 
3.1.8.1 Glutathione (GSH) assay 
GSH  /  GSSG  is  an  antioxidative  defense  system, which  cells  use  to  counteract  oxidative 
stress  situations.  For  determining  GSH  levels  in  HUVECs  the  colorimetric  
5,  5’‐dithiobis‐(2‐nitrobenzoic  acid)  (DTNB)  GSH  reductase  assay was  used.  This  assay  is 
based  on  the  reduction  of GSSG  by NADPH  in  the  presence  of  glutathione  reductase.  In 
addition, the colorless substance 5, 5’‐dithiobis‐(2‐nitrobenzoic acid) (DTNB) reacts with the 
formed GSH to the colored product 2‐nitro‐5‐thiobenzoate (TNB). The regeneration of GSH 
by glutathione reductase allows recycling of the reaction. The TNB formation is proportional 
to the number of reaction cycles and to the GSH concentration of the sample. 
Young and senescent HUVECs seeded on 60 mm dishes were cultured for 3 days. 24 hours 
before  sample preparation,  the medium was  renewed. Buthionine  sulfoximine  (BSO) at a 
final concentration of 100 μM was added to one culture dish 12 hours before cell lysis as a 
positive control. All samples were washed two times with PBS and scraped from the culture 
dish using 90 µl of 0.01N hydrochloric acid  (HCl).  Immediately after, cells were  frozen and 
stored  at  ‐80°C.  In  parallel,  identically  treated  samples  were  processed  for  protein 
determination. To  this end, culture dishes were washed  three  times with 1 ml of  ice‐cold 
HEPES buffer and 2 ml solubilization (Table 5) buffer was added to each dish. 50 μl aliquots 
were taken two times for protein determination.  
GSH analysis was performed at the Institute of Nutritional Science in Jena at the laboratory 
of Prof. Dr. Oliver Klotz. To obtain GSSG standards, a 10 mM GSSG solution was prepared in 
0.01 N HCl and diluted to obtain the following GSSG (µM) concentrations : 1000, 300, 100, 
30, 10, 3, 1, 0.3, 0.2, 0. On the day of the assay, frozen lysates were thawed on ice and then 
centrifuged for 10 min at 15000 x g at 4 °C. 80 µl of the supernatant were transferred into a 
new  eppendorf  tube  and  27.2  µl  of  20%  5‐sulfosalicylic  acid  (SSA) were  added  to  allow 
precipitation of proteins. Each sample was incubated for 5 min on ice and then centrifuged 
for 5 min at 15000 x g at 4  °C. The supernatant was frozen at  ‐2ß°C until the analysis took 
place. On the day of the assay, 40 µl of each sample and standards were mixed with 360 µl 
of reaction buffer (Table 5). From this mixture 100 µl were transferred to a well of a 96 well 
plate and 20 µl of glutathione reductase at a final concentration of 2 U/ml were added. For 
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each  sample,  triplicate  determination  was  performed.  Using  a  CLARIOstar  microplate 
photometer  (software Omega Control), TNB  formation was measured at 410 nm over 12 
min every 30 seconds. Analysis of total GSH amounts in HUVECs was done by calculating the 
values  of  TNB  formation  in  the  linear  range  according  to  the  GSSG  calibration  curve. 
Obtained  values were multiplied  by  two  as  two GSH molecules  correspond  to  one GSSG 
molecule.  Each  value  was  further  normalized  to  the  corresponding  protein  amounts 
obtained  from  identical  parallel  dishes.  Results were  presented  as mean  ±  SEM  of  three 
independent experiments.  
 
 
 
Figure 9: Principle of glutathione measurement using the DTNB glutathione reductase 
assay 
GSSG is reduced by glutathione reductase (GR) in the presence of NADPH as a cofactor. The formed 
GSH  reacts with  the  colorless DTNB  to  form  yellow  TNB  and GSSG.  The  recovery of GSSG by GR 
allows  the  reaction  to  continue.  DTNB,  5,5  i‐dithiobis‐2‐nitrobenzoic  acid;  TNB,  
2‐nitro‐5‐thiobenzoate;  GSH,  glutathione;  GSSG,  GSH  disulfide;  GR,  GSH  reductase;  NADPH, 
nicotinamide adenine dinucleotide phosphate; NAD+, nicotinamide adenine dinucleotide. 
 
3.1.8.2 Glucose consumption 
To  study  whether  endothelial  cell  metabolism  was  altered  during  senescence,  glucose 
consumption was analyzed. HUVECs were seeded  in 30 mm dishes and cultured  for  three 
days. Then, culture dishes were washed two times with  lactate production medium  (LPM) 
without  phenol  red  containing  2%  FCS  and  2 mM  glutamine  and  each  culture  dish was 
supplied with 1 ml of this medium. A separate dish without cells was prepared to incubate 1 
ml  of  LPM  at  37°C  (LPM  control).  After  24  hours,  the  medium  was  collected  into  an 
eppendorf tube and stored at ‐20°C until the day of measurement. Cells were then washed 
two times with PBS, trypsinized and counted in a Neubauer chamber to allow normalization 
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of  the  obtained  glucose  values  against  cell  numbers.  Measurements  for  glucose 
consumption were done by using a Glucose (GO) Assay Kit (Table 3).  This assay is based on 
two biochemical  reactions during which glucose  is oxidized  to gluconic acid and hydrogen 
peroxide (H2O2) and a second reaction during which H2O2 oxidizes the colorless o‐dianisidine 
into  a  yellow product.  In  addition,  sulfuric  acid  (H2SO4)  converts  this product  to  a  stable 
pink‐colored dye, whose  intensity  is proportional  to  the  initial concentration of glucose  in 
the medium.  
On the day of the assay, control LPM as well as LPM from different samples was centrifuged 
at 14,000 x g  for 5 min at  room  temperature. From  the supernatant 5 µl were  taken and 
diluted  1:20  in  ddH2O.  If  very  high  glucose  values were  observed,  samples were  further 
diluted  to 1:40. Glucose  standards were prepared according  to datasheet provided  in  the 
kit. 0 µl, 2 µl, 4 µl, 6 µl, 8 µl of glucose standards were taken and then  filled up to 100 µl 
using  ddH2O.  The  assay  reagent  containing  o‐dianisidine  and  glucose  oxidase/peroxidase 
was  prepared  just  before  the  experiment.  200  µl  of  this  reagent  were  added  to  each 
standard and sample and incubated for 30 min at 37 °C under soft agitation. Addition of 200 
µl of 12 N H2SO4 stopped the reaction. 100 µl of the reaction mixture were transferred into 
a well of a 96‐well plate and absorbance was measured at 540 nm using  the absorbance 
reader SunriseTM (TECAN). Glucose determination was performed  in triplicates.  In order to 
calculate glucose amounts in the medium of each sample, a linear regression equation was 
set up by using glucose  standards. Glucose consumption was calculated as  the difference 
between the amount of glucose in the LPM control dish without cells and the glucose level 
in  each  experimental  sample.  Obtained  values  were  normalized  to  the  respective  cell 
numbers. Results were presented  as mean  ±  standard  error of  the mean  (SEM) of  three 
independent experiments. 
3.1.9 Flow Cytometry 
3.1.9.1 DNA damage estimation 
DNA strand breaks were estimated by flow cytometry measurement of γH2AX (DNA damage 
marker) positive cells in at least 2 x 105 events. Briefly, untreated cells or cells treated with 
bortezomib were harvested by trypsinisation, washed  in 1 x PBS /1 % BSA, fixed  in 4% PFA 
for 15 min at  room  temperature and  then  in  ice‐cold 70% ethanol and  stored  frozen at  ‐
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20°C. For  flow cytometry, cells were permeabilised  in 1 x PBS/1 % BSA/0.5 % Triton‐X 100 
for 30 min at room temperature, blocked with 5 % serum  in 1 x PBS /1 % BSA for 1 h and 
stained with γH2AX‐FITC (1:800, Millipore FCMAB16‐202A) for 2 hours. Then samples were 
treated  with  RNase  A  for  15  min  at  37°C  with  agitation  and  stained  with  100  µg/ml 
propidium  iodide  for DNA  content. Samples were  subjected  to  flow  cytometry on a FACS 
Canto  (BD Biosciences)  and  acquired data were  analysed using  FlowJo  software.  Samples 
were pre‐gated for cells (FSC‐A vs SSC‐A) and singlets (FSC‐A vs FSC‐W dot plots) and singlets 
were used to plot DNA content on x‐ Axis vs γH2AX‐FITC intensity on Y‐Axis. 
3.1.9.2 Size and granularity measurement 
The relative differences in cell size and granularity was estimated by recording the forward 
(FSC) and  side  scatter  (SSC) parameters  in  live,  trypsinized PBS  suspensions of young and 
senescent cells at  identical voltage and  instrument settings. Median values of FCS and SSC 
histograms were  considered  a measure of  size  and  granularity of  cells. BD  FACS Canto  II 
instrument was used for measurement and FlowJo software was used for data analysis. 
3.1.9.3 Autofluorescence analysis 
Spontaneous  fluorescence  increase  in  senescent cells  relative  to background  fluorescence 
signals  from young cells was recorded across multiple detection sets  including: Alexa  fluor 
488,  Alexa  fluor  647,  PE‐A,  PE‐Cy5,  PE‐Cy7  on  the  FACS  Canto  II  instrument.  Median 
fluorescence was used for autofluorescence evaluation. 
3.1.10 Statistical analysis 
Information regarding number of subjects used for each experiment as well as the statistical 
test applied is given respectively in the figure legends. Paired two‐tailed Student’s t‐test and 
one‐way or two‐way repeated measurements ANOVA was used for significance calculation 
after  variance  analysis with Holm‐Sidak  correction  for multiple  comparisons.  p<0.05 was 
considered significant. Data  in the figures are represented as mean ± SEM of  independent 
experiments performed with cells from different endothelial cultures. 
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4 Results 
4.1 The effect of replicative senescence on expression and function of the 
proteasome 
4.1.1 Characterisation of replicative senescence in endothelial cells 
In order to  investigate the effect of senescence on proteasome expression and function, a 
model of  replicative  senescence was established using primary HUVECs. These  cells were 
passaged  until  they  stopped  proliferation,  which  occurred  after  15‐17  cumulative 
population doublings, i.e. after about 20 passages (Fig. 10).  
 
 
Figure 10: HUVECs undergo replicative senescence in vitro 
A)  Cumulative  population  doublings  calculated  as  previously  described  (3.1.4.2),  expressed  as  an 
average of 3 batches of HUVECs passaged to replicative senescence in vitro. Mean values ± S.E.M. B) 
Representative histogram of flow cytometric detection of the endothelial lineage marker CD31.  
 
Under  these  conditions, HUVEC developed  signs of  senescence but kept  their endothelial 
cell identity as shown by the presence of the endothelial marker CD31 (Fig. 10). Over 80% of 
all  cells  stained  positive  for the marker  senescence‐associated  β‐galactosidase  (SA‐β‐gal) 
(Fig. 11). In contrast, almost no SA‐β‐gal was detected in young endothelial cells (CPD 3‐5). 
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Senescence  was  confirmed  by  detection  of  morphological  alterations  in  size  (1.5‐fold 
increase) and granularity (2‐fold increase) as measured by flow cytometry (Fig. 11) 
 
Figure 11: Replicatively senescent HUVECs are morphologically distinct 
A) Representative  light microscopic  images of SA‐‐Gal staining  in young or replicatively senescent 
HUVECs.  Scale  bar  =  20m.  B)  Quantification  of  SA‐β‐gal‐stained  young  and  senescent  HUVECs. 
Mean values ± S.E.M. *** p<0.001. Representative flow cytometry histograms of C) forward scatter 
values  plotted  against  cell  counts  (left)  and  relative  cell  sizes  (right)  and  D)  Side  scatter  values 
plotted against cell counts (left) and relative cell granularity determined from median scatter values 
(n=3) of young or senescent HUVECs. Mean values ± S.E.M. ** p<0.01. 
 
Immunoblot  analysis  revealed  upregulation  of  several molecular markers  of  senescence 
such as the tumour suppressor p53 and its transcriptional target, the cell cycle inhibitor p21, 
activation of AMPK as well as S6 kinase phosphorylation. (Fig. 12, A, B). Senescent HUVECs 
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were characterized by a decreased eNOS expression and upregulation of iNOS (Fig. 12, C, D), 
both of which are alterations implicated in endothelial dysfunction.  
 
Figure 12: In vitro aged HUVECs reveal molecular signatures of senescence and 
dysfunction 
A)  Representative  immunoblot  (1  of  n=3)  for  the  senescence  markers  p53  and  p21  as  well 
phosphorylation of S6 kinase and AMPK  in young or replicatively senescent (late passage) HUVECs. 
B) Quantification of pS15 p53, p53, p21, pTr172 AMPK, p‐Thr 389 S6‐kinase. Mean values ± S.E.M. * 
p<0.05  **  p<0.001.  C)  Representative  immunoblot  (1  of  n=3)  for  expression  analysis  of  enzymes 
eNOS and  iNOS  in young or  replicatively exhausted HUVECs. D) Quantification of eNOS and  iNOS. 
Mean values ± S.E.M. * p<0.05 
 
4.1.2 Oxidative stress and metabolic alteration in senescent endothelial cells 
The  development  of  senescence  is  suggested  to  involve  increased  generation  of  reactive 
oxygen and nitrogen species and subsequent oxidative stress‐induced protein modifications. 
In  line with  this, we observed decreased  levels of  reduced glutathione  (GSH)  in senescent 
cells compared to young endothelial cells (Fig. 13). The glutamyl cysteine synthase inhibitor 
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buthionine  sulfoximine  (BSO),  known  to  inhibit  synthesis of GSH, was used  as  a negative 
control for the GSH assay.  
 
 
Figure 13: Senescent HUVECs reveal diminished antioxidant GSH levels  
A) GSH levels estimated by the DTNB GSH reductase activity in young and senescent HUVECs as well 
as  BSO  (100  µM,  12h)  as  a  control.  BSO  depletes GSH  levels  by  inhibiting  its  de  novo  synthesis. 
Results  are  expressed  relative  to  the GSH  amount  of  the  young HUVECs  (100%). Mean  values  ± 
S.E.M. Non‐parametric two‐tailed student T‐test was used for statistical significance. n=3 * p<0.05.  
 
We  next  attempted  to  identify  and  characterise  the  extent  of  protein modifications  in 
replicatively aged HUVECs. We  first applied the OxyBlot Protein Oxidation Detection Kit to 
identify  protein  carbonylation,  the  most  prominent  form  of  oxidative  modification.  As 
shown  in  (Fig. 14, A) we observed an overall  increase  in  the  amount of protein  carbonyl 
derivatives  in  senescent  HUVECs  when  compared  to  young  cells  confirming  increased 
oxidative stress in the former. Based on the identified induction of the enzyme iNOS (Fig. 14, 
B) in senescent cells, which presumably results in higher nitric oxide levels, we next probed 
for protein nitration with  a  specific  antibody  against nitrotyrosine. As  expected,  a higher 
nitration of several protein bands was observed in senescent cells (Fig. 14, C). Furthermore, 
we were  able  to  show  increased O‐GlcNAcylation of  serine/threonine protein  residues  in 
senescent  cells  compared  to  young  control  cells  using  a  specific  antibody  against  O‐
GlcNAcylated proteins.  
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Figure 14: Senescent HUVECs host a range of protein modifications 
Representative  immunoblots  (1  of  n=3)  showing  senescence  associated modifications  of  cellular 
proteins  detected  by  immunoblot  analysis  for  A)  Carbonylated  proteins,  B)  Tyrosine‐nitrated 
proteins and C) O‐GlcNACylated proteins. 
This  finding suggests an  increased activity of  the hexosamine biosynthetic pathway  (HBP), 
which delivers the substrate for this protein modification. Since the activation of the HBP is 
triggered  by  glucose we  compared  glucose  consumption  between  senescent  and  young 
cells. Fig. 15  shows  that  senescent cells consume considerably higher amounts of glucose 
suggesting a link between high glucose consumption, high flux through the HBP and protein 
glycosylation.  
 
Figure 15: Senescent HUVECs have higher energy (glucose) demand 
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Glucose consumption estimated by  the GO colorimetric assay kit  (Sigma),  in young and  senescent 
HUVECs maintained in LPM media under standard conditions after 24 hrs in culture. Data represents 
mean of 3  independent experiments (n=3) and error bars  indicate standard error of mean (S.E.M.). 
** p<0.05.  
4.1.3 Senescent cells accumulate lipid droplets  
To understand whether the increased cytoplasmic granularity is related to increased storage 
of  intracellular  fat, we performed oil  red‐O staining. Absorbance measurement at 570 nm 
showed  a  significantly  increased  accumulation  of  lipid‐containing  vesicular  structures  in 
senescent HUVECs (Fig. 16) compared to young cells. These structures are likely to represent 
lipid  droplets,  which  are  made  up  of  lipid  esters  encapsulated  by  a  monolayer  of 
phospholipids  and  insulated  from  the  hydrophilic  cytosol  by  structural  proteins  called 
perilipins 125. They may derive from the surplus glucose consumed by senescent HUVECs or 
from disturbances in fatty acid metabolism. 
 
Figure 16: Senescent HUVECs have elevated lipid storage compartments 
A) Representative  (1 of n=3)  light microscopic  images of Oil‐ Red‐O‐stained  young and  senescent 
HUVECs under basal conditions. Scale bar = 10m. B) Quantification of Oil‐ Red‐O‐stained young and 
senescent HUVECs. Mean values ± S.E.M. * p<0.05. 
 
4.1.4 Expression and activity of the proteasome in senescent endothelial cells  
In  order  to  gain  insight  into  a  possible  failure  of  the  proteasomal  system  in  replicative 
senescence, we performed western blot analysis of the proteasome subunits , β1, β2, β5 
and of the 20S core. We observed an appreciable reduction in the expression of β2 and β5 
subunits, while the other subunits remained unaltered (Fig. 17).  
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Figure 17: Senescent HUVECs display repressed 20S proteasome subunit expression levels  
A) Representative immunoblots (1 of n=4) showing senescence‐associated alterations of cellular 
proteins detected by immunoblot analysis for 20S core and subunits α, β1, β2, β5 and β‐actin.  
B) Quantification for α subunit C) Quantification for 20S core D) Quantification for β1,  β2,  β5 
subunits. Mean values ± S.E.M. * p<0.05.  
 
 
We wondered  if  this  loss of  expression of  certain  subunits had  functional  consequences. 
Using defined fluorogenic peptide substrates for specific subunits we determined the major 
hydrolysing activities of  the proteasome  in young and  senescent HUVECs. Expression  loss 
led  to  a  concomitant  and  significant  decline  of  the  trypsin‐like  and  chymotrypsin‐like 
activities (Fig. 18), while the caspase‐like activity remained intact. 
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Figure 18: Low expression correlates with low proteasome activity in senescent HUVECs 
Absolute activities of  the  three major catalytic subunits of  the 20S core proteasome  in young and 
senescent HUVECs,  namely  A)  Caspase‐like,  B)  Trypsin‐like,  and  C)  Chymotrypsin‐like.  Values  are 
mean  of  3  independent  experiments  (n=3)  and  error  bars  are  S.E.M.  Non‐parametric  one‐way 
ANOVA was used for statistical analysis of significance.  * p<0.05. 
 
3.1.5. Expression of the immunoproteasome in senescent endothelial cells 
Coincidentally with the decrease of the β2 and β5 subunits of the constitutive proteasome, 
we  observed  an  induction  of  the  immunoproteasome  subunit  LMP2,  but  not  LMP7  in 
senescent  cells  compared  to young  cells  (Fig. 19). Although  the biological  function of  the 
immunoproteasome  in  non‐immune  cells  remains  largely  unknown,  literary  reports 
speculate  its  involvement  in the regulation of pro‐inflammatory cytokines production, self‐
antigen  tolerance  and prevention of  autoimmune  conditions,  activation of NFKB pathway 
and management of oxidative stress. 126 
 
Figure 19: Immunoproteasome component LMP2 is upregulated in senescent HUVEC 
A) Representative immunoblots (1 of n=3) showing senescence‐associated upregulation of the LMP2 
immunoproteasome  subunit  and  no  alteration  of  the  LMP7  subunit  B)  Quantification  for  LMP2 
expression C) Quantification  for  LMP7 expression. Mean values ± S.E.M. Non‐parametric one‐way 
ANOVA was used for statistical analysis of significance. * p<0.05. 
 
4.1.5 Lipofuscin accumulation in senescent endothelial cells  
A  decline  of  proteolytic  systems  is  suggested  to  lead  to  the  emergence  of  a  family  of 
oxidatively  modified  protein  byproducts  that  converge  on  lipofuscin  formation  in  the 
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lysosomes  of  aged  cells.  In  line  with  this,  lipofuscin  accumulation  was  also  shown  in 
senescent  HUVECs.  We  recorded  visible,  perinuclear  and  cytoplasmatic  lipofuscin 
aggregates (blue granules) in replicatively exhausted HUVEC employing the lipophilic Sudan 
Black Staining (Fig. 20, A). In addition, lipofuscin was identified via its autofluorescence using 
fluorescent confocal microscopy as well as flow cytometric recording on multiple channels 
(Fig. 20. B, C, D).  
 
Figure 20: Protein oxidation products contribute to lipofuscin formation 
 A) Representative light microscopic images of Sudan black staining for the complex ageing pigment 
Lipofuscin,  in  young  and  senescent  HUVECs.  Scale  bar  =  10m.  B)  Flow  cytometry  histograms 
indicating  autofluorescence  or  spontaneous  increase  in  fluorescent  intensity  of  senescent  cells, 
measured  across  several  detector  sets  at  pre‐set  excitation  parameters.  C)  Representative 
fluorescent  confocal  microscopic  images  of  young  and  senescent  HUVECs,  for  visualising 
autofluorescence  due  to  lipofuscin.  Scale  bar  =  20m.  D)  Quantification  of  median  fluorescent 
intensities from B. Data represent an average of 2 experiments. Mean values ± S.D. 
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4.1.6 Stability of the proteasome content in the nucleus during endothelial 
senescence  
Since there is emerging evidence that the ubiquitin proteasome system plays a major role in 
the nucleus by controlling  initial steps of gene expression, DNA repair and quality control, 
we  investigated  the  subcellular  distribution  of  the  proteasome  in  senescent  endothelial 
cells. As depicted in Fig. 21, the decline in expression of the β5 and β2 subunits appears to 
be confined to the cytosol, while the nuclear proteasome was unaffected.  
 
Figure 21: Cytoplasmic, but not nuclear proteasome distribution is affected in senescence 
Representative  immunoblot  (1 of n=2)     for nucleo‐cytoplasmic distribution of proteasomal β2 and 
β5  subunits.  GAPHD  and  Lamin  A/C  serve  as  markers  for  cytoplasmic  and  nuclear  fractions 
,respectively. B) Quantification for nuclear and cytosolic fraction of β5 and β2 subunits normalized to 
young cytoplasmic fraction. Error bars = S.E.M.  
 
4.1.7 Oleuropein application improves proteasome activity in senescent cells 
Oleuropein,  a  polyphenolic  natural  extract,  has  been  reported  to  enhance  proteasome 
activities  in  vitro  in  human  embryonic  fibroblast  possibly  via  conformational  changes  of 
proteasome  127.  In  a  pilot  experiment  we  could  confirm  these  data  in  HUVEC,  which 
encouraged us  to  test  this  compound  in  senescent endothelial  cells. As  shown  in  Fig. 22, 
treatment of HUVEC with 200 μM oleuropein  led to a slight elevation of chymotrypsin‐like 
activity,  which  was  comparable  between  young  and  senescent  cells  (28%  and  24%, 
respectively).  In  the same experimental setting,  trypsin‐like activity was enhanced by 60% 
and 21%  in young and senescent cells, respectively. Caspase‐like activity was not affected. 
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Of note, the increase of chymotrypsin‐ and trypsin‐like proteasomal activities by oleuropein 
almost  restored  the  senescence‐induced  decreases  indicating  a  possible  therapeutic 
approach for normalization of disturbed proteasomal function.  
 
Figure 22: Oleuropein application improves proteasome activity in senescent cells 
Absolute activities of  the  three major catalytic subunits of  the 20S core proteasome  in young and 
senescent  HUVECs  untreated  or  treated  with  200µM  Oleuropein  for  24  hours.  A)  Caspase‐like,  
B) Trypsin‐like, and  C) Chymotrypsin‐like. Values are mean of 3 independent experiments (n=3) and 
error  bars  are  S.E.M.  Non‐parametric  one‐way  ANOVA  was  used  for  statistical  analysis  of 
significance.  
4.2 The effect of chronological ageing on expression and function of the 
proteasome 
4.2.1 Characterisation of endothelial cells prepared from aged mice 
We now wished to verify our in vitro findings on proteasome dysfunction in senescent cells 
in chronologically aged endothelial cells. To this end we established cultures of murine lung 
endothelial  cells  (MLEC)  isolated  from  the  lungs  of  young  (4–6 months)  and  old  (24–26 
months) mice. Purity of  isolated cultures was ascertained by  flow cytometric detection of 
CD31 endothelial marker expression. Over 90% of cells had endothelial  identity (Fig. 23, A, 
B). Under  identical  settings, we  investigated  senescence markers  in MLECs ex  vivo. While 
cells  from young animals were almost  free  (< 0.5%) of SA‐β‐gal‐positive cells, about 5% of 
those  derived  from  aged  animals were  positive  for  SA‐β‐gal  (Fig.  24,  A,  B).  Despite  the 
meagre percentage of SA‐β‐gal‐positive MLEC, a 4‐fold increase in p53 activity and over 10‐
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fold  induction  of  p21 were  detected  in  immunoblots  from  aged  cells  compared  to  cells 
prepared from young mice (Fig. 24, C, D, E). 
 
Figure 23: Purity of endothelial cells explanted from mouse lungs 
A) Purity of magnetic‐sorted mouse lung endothelial cells (MLECs) determined by flow cytometry for 
the  endothelial  differentiation  marker  CD31  A)  Representative  histogram  of  CD31  staining  
B) quantification of A with MLEC samples from 10 young and 10 old mice. Mean values ± S.E.M. 
 
 
Figure 24: MLECs from old mice evidence endothelial senescence in vivo 
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A) Representative light microscopic images, and B) quantification of SA‐β‐Gal staining of MLECs from 
young and old mice. Scale Bar = 20µm. Mean SA‐β‐Gal positive cell counts taken from 5 images each, 
from cells from 7 young and 7 old mice.  C) Immunoblots of basal and phosphorylated p53, as well as 
p21  relative  expression  in  MLECs  from  3  young  and  3  old  mice.  D)  Quantification  of  p53 
phosphorylation  and  E)  Quantification  of  relative  p21  expression.  Mean  values  ±  S.E.M. 
* p < 0.05. 
 
 
In parallel, we found an overall increase in protein carbonylation (Fig. 25, A, B) and a marked 
upregulation of iNOS indicating endothelial dysfunction (Fig.25, C, D). 
 
 
 
 
Figure 25: MLECS from old mice reveal signs of endothelial dysfunction 
A)  Representative  immunoblots  (1  of  n=3)  of  eNOS  ,  iNOS  and GAPDH  showing  unaltered  eNOS 
expression and an upregulation of iNOS in MLECS from young and old mice B) Densitometry of eNOS 
and  iNOS expression. C)   Representative  immunoblot depicting carbonylated proteins detected by 
the OxyBlot method  in endothelial  lysates from 4 young and 4 old mice.   D) Densitometry of eNOS 
and iNOS expression. 
 
Results 
 
 
56 
 
4.2.2 Proteasome expression and activity in chronologically aged endothelial cells 
Of note, we also observed reduced levels of the 20S core (Fig. 26) and proteasomal subunits 
β5 and β2 (Fig. 27)  in endothelial cells from aged mice similar to what we had seen  in our 
HUVEC model of  replicative  senescence,  and  a decrease of  the  chymotrypsin‐like  activity 
while  trypsin‐like  and  caspase‐like  acivities  were  not  altered  (Fig.  28).  Furthermore,  a 
selective  upregulation  of  LMP2  (β1i)  immunoproteasome  subunit was  observed  (Fig  27). 
Through  these  findings,  we  provide  evidence  that  the  aged  endothelium  acquires  a 
dysfunctional  phenotype  with  reduced  proteolytic  capacity  thereby  confirming  data 
obtained in the in vitro model of replicative senescence. 
 
Figure 26: Chronologic age of mice affects 20S core proteasome expression  
A) Representative  images of  immunofluorescent staining  for the 20S core proteasome  from young 
and old mice. Scale Bar = 20µm. B) Immunoblot of the same samples as in A, and C) Densitometry for 
expression of the 20S core from 4 independent MLEC samples. Mean values ± S.E.M. Non‐parametric 
two‐tailed T‐test was used for statistical significance. * p < 0.05. 
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Figure 27: Chronologic age of mice affects proteasome subunit β5 and β2 and LMP2 
immunoproteasome expression 
A) Immunoblot of MLEC lysates from 5 young and 5 old mice showing age‐associated alterations of 
the  proteasome  subunits:  β1,  β2,  β5,  LMP2  and  GAPDH.  B)  Quantification  for  β1  subunit  C) 
Quantification  for  β2  subunit D) Quantification  for  β5  subunit E) Quantification  for  LMP2  subunit 
Mean values ± S.E.M. Non‐parametric two‐tailed student T‐test was used for statistical significance.  
* p<0.05. 
 
 
 
 
Figure 28: Proteasome activity declines in endothelial cells of old mice  
Absolute  activities  A)  Caspase‐like  B)  Trypsin‐like  C)  Chymotrypsin‐like  in  endothelial  cell  lysates 
from 10 young and 10 old mice. Mean values ± S.E.M. Non‐parametric two‐tailed student T‐test was 
used for statistical significance. * p<0.05.  
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4.2.3 Effect of oleuropein on proteasome activity in chronologically aged cells 
As described  in chapter 4.1.7 oleuropein  is able to activate the chymotrypsin‐ and trypsin‐
like activities of the proteasome. Here, we tested whether this was also seen in endothelial 
cells  from  aged mice. We  applied  oleruopein  to MLECs  from  young  and  old mice  at  a 
concentration  of  200  µM  for  24h.  This  treatment  enhanced  chymotrypsin‐like  activity  in 
young cells by 25% and in aged endothelial by 18% (Fig. 29). These results indicate that that 
the  diminished  proteasome  activity  in  aged  cells  could  be  improved  by  application  of 
proteasome activators despite a decreased expression of proteasomal subunits.  
 
 
Figure 29: Oleuropein application improves chymotrypsin‐like activity in MLECs from old 
mice  
Chymotrypsin‐like  activity  in  MLECs  under  basal  conditions  and  upon  treatment  with  the 
proteasome  activator  oleuropein  at  a  final  concentration  of  200µM  for  24h.   Data  represent  an 
average of 4 experiments. Mean values ± S.E.M. * p<0.05. 
 
4.3 Chronic oxidative stress induces senescence 
In  an  attempt  to  understand  how  cellular  proteostasis  is  influenced  by  chronic  oxidative 
stress, we treated young HUVECs with 75 μM or 100 µM H2O2 daily for 8 consecutive days. 
Oxidative stress  in HUVECs was verified by a significant  increase  in  the amount of protein 
carbonyls  (Fig.  30,  A),  which  represent  a  signature  of  oxidative  stress.  In  addition,  a 
downregulation of eNOS expression was detected (Fig. 30, C, D) after treatment with H2O2 
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indicating  the  development  of  endothelial  dysfunction  by  chronic  oxidative  stress.  The 
expression of iNOS remained unchanged (Fig. 30, C, D)  
 
Figure 30: Chronic hydrogen peroxide exposure induces oxidative protein modification 
and a decrease of eNOS expression 
 A) Representative immunoblot out of 3 experiments depicting carbonylated proteins as detected by 
the OxyBlot method  in untreated HUVECs or HUVECs  treated daily with 75 or 100 µM H2O2  for 8 
days. B) Densitometry analysis of protein carboyls shown in A. C) Representative immunoblot out of 
3 experiments  from HUVEC treated as  in A) and probed  for the expression of   eNOS and  iNOS. D) 
Densitometry  for  eNOS  and  iNOS  relative  expression  of  immunoblot  in  C. Mean  values  ± 
S.E.M. * p<0.05.  
 
Of note, we observed that chronic H2O2 treatment induced endothelial cell senescence in a 
time‐ and dose‐dependent manner as  revealed by SA‐β‐gal  staining. A  striking  increase  in 
senescent  cells by ~30% and ~45% was  seen  in HUVECs  treated  for 8 days with 75μM or 
100µM H2O2, respectively, compared to untreated controls (Fig. 31, A, B). Western analysis 
of  lysates  from HUVEC samples treated alike showed that the development of senescence 
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was associated with an activation of the classical p53/p21 cell cycle arrest pathway. Both, 
the expression  and phosphorylation of p53  as well  as  the expression of  its CDK  inhibitor 
target gene p21 were enhanced (Fig. 31, C, D, E) indicating the importance of this pathway 
in  mediating  premature  senescence  in  endothelial  cells  exposed  to  sustained  oxidative 
environment. 
 
Figure 31: Oxidative stress causes premature endothelial senescence 
A)  Representative  light  microscopic  images  of  SA‐‐Gal‐stained  HUVECs  following  chronic 
administration of 75M and 100M H2O2 for 8 days, along with untreated control. Scale bar = 10m 
B) Quantification of SA‐B‐Gal‐positive senescent HUVECs  treated as  in A. 10 microscopic  fields per 
treatment dish were evaluated, and data expressed as percentage of senescent cells compared  to 
total cell number. Data represent mean ± SEM of 3 independent experiments,* p<0.05 compared to 
untreated  controls.  C)  Representative western  blot  analysis  of  the  senescence  effector  signaling 
pathway  (p53 – p21)  in  lysates from samples treated as  in A. D) Densitometry of  immunoblot  in C 
depicting phosphorylation of p53. E) Densitometry of immunoblot in C for relative expression of p21. 
Mean values ± S.E.M. *p<0.05, **p<0.01. 
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4.3.1 Chronic oxidative stress affects the activity of the 20S proteasome  
To  verify  a  potential  effect  of  oxidative  stress  on  proteolysis  we  measured  specific 
proteasome  activities  corresponding  to  the  respective  subunits  of  the  20S  proteasome 
(caspase‐,  trypsin‐,  and  chymotrypsin‐like  activities  for  β1,  β2,  and  β5  subunits, 
respectively). We found significantly reduced trypsin‐ and chymotrypsin‐like activities but no 
alteration  in  the  caspase‐like  activity  (Fig.  32  C,  D,  E).  In  line with  the  reduction  of  the 
proteolytic  capacity,  a  concomitant  increase  in  the  amount  of  ubiquitin‐tagged  proteins 
after chronic H2O2 treatment was detected as depicted in Fig. 32, A, B. 
 
Figure 32: Oxidative stress inhibits proteasome function 
A) Absolute activities of  the  three major catalytic  functions of  the 20S core proteasome  in HUVEC 
following chronic oxidative stress  induction with 75 or 100 µM H2O2 for 8 days, A) Caspase‐like, B) 
Trypsin‐like, and C) Chymotrypsin‐like activities. D) Representative immunoblot for the detection of 
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ubiquitinated  proteins  (1  of  n=3)  in HUVECs  treated with  75  µM  or  100  µM H2O2  for  8  days.  E) 
Densitometry of ubiquitin immunoblot. Values are means ± S.E.M. of 3 independent experiments.  
* p<0.05 versus untreated control samples.  
 
Next, we characterised the expression of subunits β1, β2 and β5 of the 20S core proteasome 
and  the   regulatory  subunits by western blot analysis of  lysates  from  control and H2O2‐
treated HUVECs. We observed unaltered expression  levels of  the  subunits  (,  β1,  β2,  β5) 
examined  after  8  days  of  chronic  treatment with H2O2  (Fig.  33,  A,  B). We  extended  our 
analysis  to  the  specialized  subtype  of  the  UPS,  the  immunoproteasome.  However,  no 
alteration  in  the expression of subunits LMP2/ β1i and LMP7/ β5i  (Fig 33, C, D) was seen. 
Together, these results suggest that a functional deficiency of the 20S core proteasome may 
contribute to premature senescence development  in oxidatively stressed HUVECs although 
a causal relationship cannot be concluded from the data described in this chapter.  
 
Figure 33: Oxidative stress does not alter proteasome expression 
A) Representative immunoblot for the detection of different 20S proteasome subunits , 1, 2, 5  
(1 of n=3)  in HUVECs  treated with 75 µM or 100 µM H2O2  for 8 days. B) Densitometry analysis of 
immunoblot  in A. C) Expression of LMP2 and LMP7 subunits of  the  immunoproteasome  in HUVEC 
treated as in A. D) Densitometry analysis of immunoblot in C. Mean values ± S.E.M. 
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4.4 Transient inhibition of the proteasome on the development of 
senescence 
In the previous sections, we have shown that proteasomal dysfunction is a hallmark of both 
replicative and premature senescence and occurs  in chronologically aged cells. To clarify a 
causal  relationship  between  these  processes  we  investigated  the  effect  of  proteasomal 
inhibition in early passage HUVECs on the development of premature senescence.  
4.5  Transient inhibition of proteasome activity by MG132  
We  first performed experiments with MG132, a  reversible proteasome  inhibitor, which  is 
known  to primarily  inhibit chymotrypsin‐like activity.   HUVEC  in  full growth medium were 
treated with 250nM, 500nM or 1µM MG132 every 24 hours for 4 consecutive days. As seen 
in Fig. 34, A, this treatment led to a dose‐dependent decrease of chymotrypsin‐like activity, 
which was accompanied by an  increased accumulation of ubiquinated proteins (Fig. 34, B). 
When  HUVEC  were  allowed  to  recover  for  one  week  in  the  absence  of  the  inhibitor, 
chymotrypsin‐like activity was restored and the amount of ubiquitinated proteins returned 
to normal (Fig. 34, B). 
 
Figure 34: MG132 inhibition of proteasome activity is restored in the absence of the 
inhibitor 
 A)  Chymotrypsin‐like  activity  in  early  passage  HUVECs  treated  with  250nM,  500nM  or  1µM  of 
MG132 or DMSO  (control)  for 4 days and after 1 week of recovery  in the absence of the  inhibitor 
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(4days + 1 week recovery). Data represent mean ± S.E.M., n=3.   B) Representative immunoblot (1 of 
n=2) showing accumulation of ubiquitinated proteins in HUVEC upon MG132 treatment as in A) and 
clearance of ubiquitinated proteins after inhibitor removal. * p<0.05 . ** *  p<0.001. 
 
4.6 Transient inhibition of the proteasome by MG132 leads to irreversible 
accumulation of carbonylated proteins  
We  further  analysed  the  status  of  carbonylated  proteins  in HUVEC  treated with MG132. 
After  4  days  of  incubation  with  250nM,  500nM  or  1µM  MG132  a  dose‐dependent 
accumulation of carbonylated proteins as opposed to control cells was observed. This status 
remained after the removal of the inhibitor and the restoration of the proteasomal activity 
(Fig. 35).  
 
 
Figure 35: Transient inhibition of proteasome with MG 132 leads to accumulation of 
carbonylated proteins 
 A) Representative immunoblot (1 of n=3) for the detection of carbonylated proteins in early passage 
HUVECs  treated with 250nM, 500nM or 1µM of MG132 or DMSO  (control)  for 4 days and after 1 
week  of  recovery  in  the  absence  of  the  inhibitor  applying  the OxyBlot method. B) Densitometry 
analysis of three independent experiments. Mean values ± S.E.M. *p<0.05. 
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4.7 Transient inhibition of proteasome activity by MG132 induces 
premature senescence  
Next, we examined whether cells transiently treated with MG132 develop characteristics of 
senescence. Of note, HUVEC incubated with this compound and then allowed to recover for 
one  week  in  its  absence  established  senescence  markers  despite  the  restoration  of 
proteasome activity. Treatment of HUVEC with 0.5 µM or 1 µM MG132 resulted in ~30% SA‐
β‐Gal‐stained cells  (Fig. 36, A, B).  In addition, elevated expression and phosphorylation of 
p53  and  elevated  levels  of  p21,  a  cyclin‐dependent  kinase  inhibitor,  were  detected 
suggesting the involvement of this pathway in senescence development (Fig. 36, C, D, E).  
 
Figure 36: Transient inhibition of proteasome activity with MG132 induces premature 
senescence in early passage HUVECs 
A)  Representative  light  microscopic  images  of  SA‐β‐Gal‐stained  HUVECs  following  chronic 
administration of 0,25µM 0.5M and 1M MG132 for 4 days and an inhibitor‐free period of 1 week, 
along with untreated control  (n=3). Scale bar = 10m. B) Quantification of SA‐‐Gal positive  (blue) 
senescent HUVECs  treated as  in A).   10 microscopic  fields were evaluated  and data expressed as 
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percentage of senescent cells compared to total cell number per field. Data represent mean ± S.E.M.  
of 3  independent experiments,*p<0.05 compared to untreated controls C) Representative western 
blot  analysis  of  the  senescence  effector  signalling  pathway  (p53  –  p21)  in  lysates  from  samples 
treated as  in A. D) Densitometry analysis of  immunoblot for p53 phosphorylation as shown  in C. E) 
Densitometry analysis for the relative expression of p21 immunoblot shown in C. D,E) Mean values ± 
S.E.M., n= 3. 
4.7.1 Transient inhibition of proteasome activity by bortezomib  
In order to understand whether senescence development caused by MG132 was a general 
effect  of  proteasome  inhibition,  we  performed  experiments  with  bortezomib,  another 
proteasome inhibitor. For these experiments an incubation time of 48 h was chosen, which 
was sufficient to obtain significant reduction of proteasome activity. HUVEC  in  full growth 
medium were treated with 10 nM or 20 nM bortezomib every 24 hours  for 2 consecutive 
days  and  then  allowed  to  recover  in  the  absence  of  the  inhibitor  for  one  week.  The 
proportion of  cells and particles  in  the  sub‐G1 phase was negligible  in all conditions  (less 
than 5% cell death with both doses of bortezomib (data not shown). As shown in Fig. 37, a 
dose‐dependent  decrease  of  chymotrypsin‐like  activity was  seen  after  2  days  treatment, 
which  was  completely  restored,  when  cells  were  grown  in  inhibitor‐free  medium  for 
another week (Fig. 37).  
 
Figure 37: Bortezomib inhibition of proteasome activity is restored in the absence of the 
inhibitor 
Chymotrypsin‐like  activity  in  early  passage  HUVECs  untreated  or  treated  with  10nM  or  20nM 
Bortezomib  for two days and an  inhibitor‐free period of one week. Data represent mean ± S.E.M., 
n=3. * p<0.05, ** p<0.01. 
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4.7.2 Proteasome inhibition by bortezomib leads to premature senescence  
Similar  to what we had  seen  in MG132‐treated HUVEC, we observed  that HUVECs, which 
had  undergone  transient  proteasome  inhibition  by  bortezomib,  revealed  features  of 
premature senescence. HUVECs treated for 48h with 10nM and 20nM bortezomib and kept 
in culture for an additional week in the absence of the inhibitor showed approximately 25% 
senescent  cells  as  detected  by  SA‐β‐galactosidase  staining  (Fig.  38,  A,  B).  In  parallel,  an 
enhanced p53 expression and phosphorylation as well as p21 upregulation were detected 
suggesting that the p53/p21 axis belonged to the responsible pathways of senescence (Fig 
38, C, D, E). 
 
 
 
Figure 38: Transient inhibition of proteasome by bortezomib induces premature 
senescence in early passage HUVECs 
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A)  Representative  light microscopic  images  of  SA‐‐Gal‐stained  HUVECs  treated with  10nM  and 
20nM Bortezomib for 48h and an additional inhibitor‐free period of one week (48h + 1 week), along 
with  untreated  control.  Scale  bar  =  10m  (n=4)  B)  Quantification  of  SA‐‐Gal‐positive  (blue) 
senescent HUVECs  treated as  in A. 10 microscopic  fields per  treatment dish were evaluated   and 
data  expressed  as  percentage  senescent  cells  compared  to  total  cell  number  per  field.  Data 
represent mean ± S.E.M. from 4  independent experiments. *p<0.05   versus untreated controls.   C) 
Representative western analysis of the senescence effector signalling pathway (p53 – p21) in lysates 
from  samples  treated  as  in  A.  Densitometry  analysis  of  D)  p53  phosphorylation  E)  relative  p21 
expression  from  three  independent  experiments  in  lysates  from  samples  treated  as  in  A. Mean 
values ± S.E.M., n=3. 
 
4.7.3 Proteasome inhibition with bortezomib mediates cell cycle arrest via 
upstream DNA damage signalling  
Despite  the well  documented  accumulation  of  p53  upon  proteasome  inhibition,  there  is 
little evidence on how exactly proteasome  inhibitors activate p53 and  lead  to a cell cycle 
arrest.    In  an  attempt  to  explore possible mechanisms  and  factors by which proteasome 
inhibition  renders  young  HUVECs  senescent  we  performed  direct  flow  cytometry 
measurement of Ser139‐phosphorylated Histone H2A variant X  (γH2AX), a marker of DNA 
double  strand  breaks,    following  acute  (10nM  ‐  20nM,  48h)  bortezomib  treatment.  As 
depicted in Fig. 39, we observed elevated levels of DNA damage (20%) 48h after bortezomib 
treatment.  This  may  explain  phosphorylation  of  p53  at  Ser  15  following  proteasome 
inhibition, which is possibly triggered by DNA damage response signalling pathways. This in 
turn  may  further  stabilize  p53  and  contribute  to  the  observed  induction  of  p21  and 
development of a senescence‐like arrest.  
 
Results 
 
 
69 
 
Figure 39: DNA damage follows acute treatment with bortezomib 
A)  Representative  (n=2)  flow  cytometry  dot  plots  for  direct measurement  of  DNA  strand  break 
marker  γH2AX  (Y‐axes)  plotted  against  DNA  content  (X‐axes),  without  and  with  10‐20  nM 
bortezomib  treatment  for  48h.  B)  Quantification  of  percentage  γH2AX  positive  cells  in  samples 
treated as in A. Mean values ± S.E.M. 
 
 
Together,  these  data  confirm  that  transient  proteasome  inhibition  triggers  not  only 
enhanced  p53  levels  but  also  elevated  oxidative  stress  leading  to  oxidatively  modified 
proteins and manifestation of DNA damage/response  signaling, which  together mediate a 
senescence‐like phenotype, implying a causal link of proteasome inhibition and senescence 
development.
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5 Discussion 
This thesis was aimed at examining the role of ubiquitin proteasome system  in endothelial 
senescence  in  vitro  and  in  endothelial  ageing  in  vivo.  In order  to  accomplish  these  aims, 
proteasome  function  was  analysed  in  primary  endothelial  cells  subjected  to  long‐term 
culture  until  replicative  exhaustion  or  chronic  oxidative  damage.  Additionally, mice  lung 
endothelial  cells  from  young  and  aged mice were  used  to  reveal  a  possible  role  of  the 
ubiquitin proteasome system  in the physiological ageing process. Our data show that  in all 
three  models,  i.e.  replicative  senescence,  premature  stress‐induced  senescence  and 
chronological  ageing  proteasomal  activities  were  reduced.  Moreover,  we  could  show  a 
causative  link  between  proteasomal  decline  and  the  development  of  senescence  by 
employing  proteasomal  inhibitors,  namely  MG132  and  bortezomib,  the  latter  being  a 
clinically approved therapeutic agent.  
5.1 Molecular signatures of replicative senescence in HUVECs  
In order to investigate proteasome function in replicative senescence we employed a model 
based  on  continuous  culturing  of  HUVECs  until  loss  of  proliferative  capability.  Critical 
telomere  shortening  is  believed  to  be  the  most  important  trigger  for  this  type  of 
senescence128. We  observed  growth  arrest  after  15‐17  cumulative  population  doublings 
associated with activation of  the p53/p21 pathway known  to mediate cellular senescence 
upon telomere attrition 129 and with a positive SA‐β‐gal staining in more than 80% of cells.  
Replicative  senescent  HUVECs,  unlike  young  HUVECs,  appeared  to  be  morphologically 
heterogeneous, with a vast variability not only  in the degree of SA‐β‐galactosidase activity 
but also with regard to their size and granularity despite maintenance of endothelial identity 
(CD31  positivity).  In  line with  this,  literature  points  out  that  senescent  cells  can  assume 
diverse morphological  traits  130.   The elevated granularity of  senescent  cells may  indicate 
cytoplasmic  inclusions  such as  lipofuscin or misfolded aggregates, whereas  the  larger  size 
may be due to ongoing cell growth while proliferative capacity  is slowed down. Along this 
line we have observed  an  activation of protein  S6  kinase  1  reflecting mTORC1  activation 
although mTORC1 inhibition may also occur as a consequence of p53 activation 131. 
Replicative  senescent endothelial  cells were  characterized by  the occurrence of oxidative 
stress. This was verified by elevated  levels of protein carbonyls as well as by a  significant 
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decline  in  cellular GSH  levels.  Protein  carbonylation may  be  attributed  to  enhanced  ROS 
formation but also to a decline  in the antioxidant defence system, diminished clearance of 
oxidized proteins, or even to an increased susceptibility of proteins to oxidative attack. How 
protein carbonylation affects cellular  function  is still a matter of debate but the degree at 
which it occurs certainly dictates beneficial versus detrimental cellular outcome. While mild 
carbonylation  could  be  considered  beneficial  as  it marks  proteins  for  proteolysis,  heavy 
carbonylation of proteins  tends  to  result  in high molecular‐weight‐aggregates  that escape 
degradation 132‐134. The glutathione redox‐cycle plays a predominant role as an anti‐oxidant 
defence  system  against  peroxide‐induced  oxidative  stress  in  endothelial  cells  135.  Our 
observation  of  GSH  depletion  complies with  the  finding  of  Kurz  et  al.  emphasizing  that 
glutathione  homeostasis  is  important  for  endothelial  cells  and  its  perturbation  enhances 
oxidative stress, which is a mechanism leading to endothelial senescence and pathogenesis 
of vascular disease 135.  
Oxidative stress is known to induce or accelerate the development of cellular senescence. In 
endothelial cells, an association between oxidative stress, accelerated telomere shortening 
and  senescence has been  suggested  136,137. Oxidative  stress may arise  from mitochondrial 
dysfunction and, indeed, literature evidence points to reduced mitochondrial ROS buffering 
capacity as a key event  in endothelial senescence  138. For  instance, downregulation of  the 
mitochondrial  antioxidant  MnSOD  results  in  diminished  capacity  of  ROS  buffering  of 
mitochondria 27,139 and could contribute to oxidative stress in senescence. In addition, factors 
including  disturbed  mitochondrial  biogenesis,  reduced  mitochondrial  mass,  altered 
expression of components of the electron transport chain and others may lead to excessive 
formation  of  superoxide  and  H2O2, which  are major  determinants  for  oxidative  damage 
during endothelial senescence 47,138,140,141. Accordingly, deficiency of the mitochondrial ETC 
complex IV has been shown to play a role in senescence 142.  
Replicative  senescent  endothelial  cells  revealed  a  marked  upregulation  of  iNOS  and  a 
downregulation  of  eNOS  27,132‐135,139.  This  observation  confirms what  has  been  previously 
reported  in  the  literature  28,143‐145  and may  be  considered  as  one  of  the major  causative 
factors  of  endothelial  dysfunction  observed  in  senescence.  A  reduced  eNOS  expression 
leads to a decrease of tightly controlled formation of NO, which  is a vasodilative and anti‐
inflammatory  key  signalling  molecule.  iNOS  induction,  on  the  other  hand,  promotes 
oxidative stress and further diminishs NO production by eNOS.  Experimental evidence from  
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Katusic et al.  showed  that  iNOS upregulation  leads  to S‐nitrosylation of arginase 1, which 
increases  its  ability  to  compete  with  eNOS  for  L‐arginine  and  ultimately  results  in  an 
impairment  of  NO  biosynthesis.  Reduced  L‐arginine  concentration  in  turn  promotes 
uncoupling  of  eNOS  and  formation  of  superoxide  anion  and  peroxynitrite  thus  having 
deleterious  effects  on  endothelial  function  146. Along  this  line, we  recorded  nitrotyrosine 
modification  of  proteins  in  senescent  HUVECs,  which  is  a  marker  for  peroxynitrite 
formation. Nitration of proteins could directly affect protein function or in long term add to 
the process of protein aggregation known to be associated with senescence.  
Senescence  is a complex phenotype with extensive metabolic  restructuring  147. We hence 
looked at glucose consumption and key signalling molecules regulating glucose metabolism.    
We saw that senescent HUVECs exhibit enhanced phosphorylation of AMPK pointing to an 
increased  energy  demand  148. Comparing  young  and  senescent HUVECs, we  observed  an 
increase in glucose consumption in senescent HUVECs. This may not only feed glycolytic ATP 
synthesis but also contribute to an  increased glucose  flux through pathways branching off 
from glycolysis. One of these is the hexosamine biosynthetic pathway with the end product 
UDP‐N‐acetylglucosamine,  which  acts  as  a  donor  for  adding  N‐acetylglucosamine  to 
serine/threonine  residues of proteins. This post‐translational modification  is  known  as O‐
GlcNAcylation.  In  line  with  the  suggestion  of  higher  glycolytic  fluxes  in  senescence,  we 
recorded higher O‐GlcNAcylation of proteins in senescent cells. Contrary to our observation, 
a recent study using primary peritoneal mesothelial cells did not show significant alteration 
of global O‐GlcNAcylation but  suggested a  change  in  the dynamics of  this process during 
senescence  149.  O‐GlcNAcylation  is  known  to modulate  key  biological  processes  such  as 
transcription,  signal  transduction  and  cytoskeletal  reorganisation.  According  to  a  recent 
study  the proteasome may also be  regulated by  this process  149. Modification of  the Rpt2 
ATP‐ase in the mammalian proteasome 19S cap has been shown to decrease the function of 
the proteasome. This may suggest that an altered metabolism during senescence may affect 
proteasome  function  through O‐GlcNAcylation of specific  regulatory and core proteasome 
subunits.  
We  saw  a  significant  increase  in Oil  red‐O‐positive  lipid droplets  in  senescent HUVECs  as 
compared  to  young HUVECs  150.  Lipid  accumulation may  contribute  to  the  inflammatory 
status  and  endoplasmic  reticulum  stress  in  senescent  endothelial  cells  and may  indicate 
disturbances  in  lipophagy,  the  degradation  of  lipids  by  autophagic  processes  151.  An 
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interesting aspect is that lipid droplets have been shown to accommodate a special isoform 
of O‐GlcNAcase (which removes O‐GlcNAc from targeted proteins), which is a key regulator 
of the proteasome and is involved in lipid droplet surface remodelling 152.  
Collectively, endothelial cells undergoing replicative senescence exhibit enhanced oxidative 
stress, an inflammatory state with an eNOS/iNOS imbalance and lipid accumulation as well 
as metabolic alterations, which are all characteristics of endothelial dysfunction.  
5.2 Premature senescence of endothelial cells 
While  replicative  senescence  is  associated  with  attrition  of  telomeres,  stress‐induced 
premature senescence seems to be independent from telomere length. It can be initiated by 
various conditions  including oxidative stress or oncogenic stimuli and  is thought to  include 
the p16‐pRb pathway through the mediation of the p38‐MAPK signalling cascade. Oxidative 
stress can also  lead to the activation of p53 thereby stimulating the p53‐p21‐pRb pathway 
to initiate premature senescence. Our data show that chronic application of H2O2 to HUVECs 
rendered  young  endothelial  cells  senescent  and  dysfunctional. After  8  days  of  treatment 
with H2O2 we found 40‐50 % SA‐β‐gal‐positive cells associated with  increased activation of 
the  p53/p21  pathway  and  a  downregulation  of  eNOS.  Oxidative  stress  was  verified  by 
showing increased carbonylation of proteins. Endothelial cells exhibit a slow replication rate 
in vivo but are prone to local oxidative stress environments such as atherosclerotic plaques. 
Thus, endothelial cells are probably more susceptible  to stress‐induced senescence  rather 
than to replicative senescence 28. Premature senescence may play a role in vascular ageing 
and  age‐related  vascular  diseases.  In  line with  this,  proatherogenic  and  proinflammatory 
factors  like oxidized LDL or TNF have been  implicated  in ageing of endothelial cells 153,154 
and senescent cells were detected in vivo 52. 
 
5.3 Constitutive proteasome function is impaired in replicative and 
premature senescence of endothelial cells 
The ubiquitin proteasome system is of major importance in the degradation of oxidized and 
misfolded proteins 155. Its expression  is tissue specific and under developmental control. In 
vertebrates,  the  constitutive  proteasome  (20S)  is  ubiquitously  expressed  90,156 while  the 
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inducible immunoproteasome is expressed mostly in lymphoid tissues 93,157 and also in non‐
immune  cell‐types  in  response  to oxidative and  inflammatory  cues.  Impaired proteasome 
function  has  been  reported  during  senescence  and  ageing  in  several  tissues  96,158‐161 
resulting in protein aggregate formation 162‐165 and tissue damage due to proteotoxic stress 
96,158,159,166.  
Our  analysis  of  replicative  and  premature  senescence  in  endothelial  cells  revealed  that 
proteasome function, specifically chymotrypsin‐ and trypsin‐like activities, were reduced  in 
both  types of  senescence. However, while  in  replicative  senescence a decline of activities 
was paralleled by reduced expression of proteasomal subunits, in premature senescence no 
changes in proteasome expression was seen. In replicative senescent HUVECs, a loss of the 
total  20S  core,  the  β5  subunit  and  to  a  lesser  extent  the  β2  subunit  of  the  constitutive 
proteasome was observed, which  is  in  line with previous  reports  in other cell  types  166‐168 
and  correlates with  decline  in  chymotrypsin‐like  and  trypsin‐like  activities.  The  observed 
decline in expression levels of β5 and β2 subunits was restricted to the cytoplasm and does 
apparently  not  involve  the  nuclear  proteasome,  an  observation  previously  detected  in 
human  fibroblasts  169.  In  this  study,  the nuclear proteasomal  system was only marginally 
affected by the senescence process although a malfunction of the nuclear proteasome was 
detected.  It remains to be elucidated, why the nuclear proteasome, which critically affects 
vital nuclear processes 152,170‐172, is more resistant against alterations in senescence. 
The  question  of  how  the  expression  of  proteasomal  subunits  is  downregulated  during 
senescence  also  remains  to  be  clarified.  Previously,  a  study  in  fibroblasts  revealed  a 
decreased  synthesis  and  assembly of proteasomal  subunits  in  senescence  167, which may 
also occur in endothelial cells. The expression of proteasome subunits has been shown to be 
under the control of the redox response transcription  factor NF‐E2 related  factor 2  (NRf2) 
127,173.  Nrf2  activation  either  by  oxidants  or  dietary  Nrf2  inducers  leads  to  enhanced 
proteasome  expression  and  protects  cells  from  oxidative  stress  174.  For  instance, 
dithiolethione‐3‐H‐1,2‐dithiole‐3‐thione  (D3T)  application  led  to  upregulation  of  several 
proteasomal subunits in the liver of wild type mice while no effect was observed in livers of 
Nrf2  knockout  mice  174,175.  Similarly,  application  of  the  dietary  activator  sulphoraphane 
promoted Nrf2 binding on the promoter of the β5 proteasome subunit gene and increased 
its RNA expression in wild type but not Nrf2‐deficient mice 174,175. Since it is known that Nrf2 
declines during senescence 127  its  input on proteasome regulation  in response to oxidative 
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stress may decrease although  it  is not known whether  this may affect basal expression of 
proteasomal  subunits. Nrf2, however,  is not  the only  transcription  factor  for proteasome 
subunits and the β5 subunit has been shown to be under transcriptional control of the JAK‐
STAT signalling member STAT3 176.  
The  importance of declined proteolytic  capacity  in  senescence was also demonstrated by 
the  fact that overexpression of the β5 subunit  leads to extended  life span  in  fibroblasts  in 
vitro 177, as well as to alleviation of senescence biomarkers such as SA‐β‐Gal and p21 177. β5 
overexpression resulted in the upregulation of other β‐type proteasome subunits in several 
cell types  implying a common regulatory  loop 167,177,178. Future studies  including conditional 
knockout  mice  are  expected  to  strengthen  the  causal  relationship  between  proteolytic 
decline and senescence/ageing.  
During  replicative senescence  loss of specific subunit  is definitely  the major  factor  for  the 
loss  in  proteasome  activity  but  this  does  not  exclude  other  factors.  Proteasome 
modifications  such  as  carbonylation,  glutathionylation,  glycation  and  modifications  with 
lipid peroxidation products may directly modulate proteasome activity  155,179.  It  is still not 
clear at what  level and through which detailed mechanisms these modifications act, but  it 
seems  that the 26S proteasome  is more susceptible  to oxidants  than  the 20S proteasome 
180‐182.  In  addition,  lipofuscin,  the  “age‐pigment”, which was  also  detected  in  replicative 
senescent  endothelial  cells  in  our  study,  does  not  only  reflect  a  possible  failure  of  the 
protein  degradation  machineries,  but  may  also  reduce  proteasomal  activities.  Recent 
studies  claim  that  the  hydrophobicity  of  lipofuscin  promotes  its  ability  to  occlude 
proteasome entry sites 112, thus operating in a cycle to aggravate ageing phenotypes.  
Our data  suggest  that  the decline of proteasomal activities  in cells undergoing premature 
senescence in response to chronic H2O2 may be due to oxidative protein modifications. We 
observed  inhibition of two major catalytic activities, the trypsin‐like and chymotrypsin‐like 
activities, while the expression of the respective catalytic subunits remained unchanged. In 
contrast,  caspase‐like  activity was  not  altered  183. Why  the  various  subunit  activities  are 
differentially inhibited by oxidation, is not fully understood, but it may be attributed to the 
differential  susceptibility  to  oxidisable moieties  of  the  subunits  179,184‐186. Contrary  to  our 
observation, short exposure to H2O2 was shown to  increase expression of proteasome and 
immunoproteasome  subunits  and  to  enhance  proteasomal  activity  by  activation  of  the 
transcription  factor Nrf2  173.  In  this  study,  however,  one  hour  of  oxidant  incubation was 
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used while we applied H2O2 for 8 days. However, when we added sub‐lethal concentrations 
of H2O2 to endothelial cells for 30 min, we detected an increase of ubiquitinylated proteins 
suggesting that even at shorter incubation times the proteasome activity was inhibited. Our 
findings  obtained  after  long‐term  exposure  to  oxidative  stress  are  in  accordance with  a 
report  from Thomas et al.  187. These authors  showed  that  low  levels of H2O2  induce NO‐
dependent proteasome activity in endothelial cells while higher concentrations of H2O2 lead 
to decreased proteasome activity and accumulation of modified proteins.  
The fact that Nrf2 inducers trigger proteasome expression also in senescent cells 127 opens a 
new  direction  to  manipulation  of  senescent  phenotypes.  In  general,  pharmacological 
approaches  to  activate  the  proteasome would  be  an  attractive  strategy  to  delay  cellular 
senescence.  So  far,  drug‐like  small molecules  that  can  activate  or  enhance  proteasome 
activity are  rare and are not well  studied. An exception are oleuropein and betulinic acid 
that can activate the proteasome at low micromolar concentrations. Oleuropein is a natural 
product isolated from Olea europaea 188, which acts most likely through structural changes 
of  the  20S‐gated  channel  conformation.  It was  shown  to  enhance  all  three  proteasome 
activities and delay replicative senescence of human embryonic fibroblasts. Accordingly, we 
observed  a moderately  elevated  chymotrypsin‐like  activity  in  both,  replicative  senescent 
HUVEC  and  endothelial  cells  prepared  from  aged  mice  after  an  acute  treatment  with 
oleuropein. These are preliminary data, which need to be statistically confirmed. They let us 
suggest, however, that chronic administration of oleuropein starting at an earlier stage may 
delay  the  onset  and  progression  of  senescence  and may  have  beneficial  effects  on  the 
overall vascular  function.  In  line with  this, Micucci et al.  investigated  the antioxidant and 
cytoprotective effects of oleuropein in cultured primary vascular endothelial cells (HUVECs) 
and found that  it reduced  intracellular ROS formation and  improved cell viability following 
oxidative stress in a dose‐dependent manner 189.  
5.4 Immunoproteasome expression in endothelial senescence  
Our  data  show  an  upregulation  of  the  immunoproteasome  subunit  LMP2  in  replicative 
senescent HUVECs and in MLECs obtained from aged mice. In contrast, no changes in LMP2 
or  LMP7  expression were  seen  during  premature  senescence  of  HUVECs.  The  increased 
LMP2  expression  in  senescent  endothelial  cells  was  not  associated  with  a  decrease  of 
caspase‐like  activity  as  it  has  been  reported  in  the  previous  studies  190.  In  line with  our 
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results, Meiners et al. reported a similar  increase  in LMP2 expression  in whole  lung tissues 
from old mice free from immune infiltration by macrophages 191. The gene coding for LMP2 
is under the control of the transcription factors STAT1 and IRF‐1 160,192, which are mediators 
of growth  signals as well as of  signals of  infection and  inflammation. While  immune  cells 
constitutively express immunoproteasomes, an age‐related increase in immunoproteasome 
subunits has been  recorded  in brain  193 and muscle  194  tissue, mostly  reflecting a  state of 
inflammation  and  cellular  stress  during  ageing.  Particularly  in  endothelial  cells,  an 
upregulation  of  LMP2  is  considered  to  be  a  defense mechanism,  being  induced  by  nitric 
oxide  (NO) via a cGMP/cAMP‐mediated mechanism 97. The NO‐dependent upregulation of 
immunoproteasome protects endothelial cells from transferrin iron‐induced oxidative stress 
by regulating  the  level of  the  transferrin receptor  195. While NO  is crucial  for vasodilation, 
NO‐induced changes in the relative activities of constitutive and immunoproteasome might 
also  contribute  to  pathological  consequences  such  as  in  autoimmune  disorders  196. 
Alternatively, LMP2 upregulation  is speculated to be an undesirable outcome of autocrine 
inflammatory mediators  belonging  to  the  SASP which  is  a  peculiarity  of  only  replicative 
senescent  cells.  In  contrast  to  our  data,  Stratford  et  al.  demonstrated  a  slight 
downregulation  of  immunoproteasome  expression  in  human  fibroblast  and  loss  of 
responsiveness to IFN‐γ 192. Together, increased oxidative stress during ageing and the role 
of  immunoproteasome  in the clearance of oxidized proteins and damaged proteins  implies 
that  upregulation  of  the  immunoproteasome  subunits  may  be  a  need‐based  cellular 
response  for  degrading  oxidized  proteins  in  senescence. While  other  studies  173,197  have 
shown that immunoproteasome expression is increased after H2O2 stress, we did not find a 
difference  in  the expression of LMP2 or LMP7  in premature senescent HUVECs caused by 
chronic treatment with H2O2.  This discrepancy could be related to the doses of H2O2 as well 
as  time  of  treatments  and  argue  for  a  defined  and  tissue  specific  effect  of 
immunoproteasome upon H2O2 stress.  
5.5 Organismal ageing is associated with proteasomal decline in endothelial 
cells 
An  important  part  of  this  study  was  to  verify  the  in  vitro  observations  on  endothelial 
senescence  and  proteolytic  decline  in  in  vivo/ex  vivo models.  To  this  end  we  prepared 
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endothelial cells  from young  (4‐6 months) and old  (24‐26 months) mice and characterized 
them ex vivo with respect to senescence parameters and the expression and activity of the 
proteasome. MLECs revealed an increase in SA‐β‐gal‐positive cells in old mice compared to 
cultures  from  young  mice,  which  was,  however,  much  lower  (5%)  than  that  seen  in 
replicative  or  premature  senescence  models.  This  may  be  due  to  senescent  cell 
immunoclearance  in  vivo  198,199  and/or  loss  of  senescent  cells  during  endothelial  cell 
preparation.  In  spite  of  this, we  recorded  increased  activation  of  the  p53/p21  pathway, 
which is known to trigger senescence and ageing, and verified enhanced oxidative stress by 
an  overall  increase  of  carbonylated  proteins  as  well  as  an  enhanced  iNOS  expression. 
Importantly,  the  investigation  of  chronologically  aged  endothelial  cells  confirmed  the 
decline of proteasome expression and activities observed in the in vitro model of replicative 
senescence. We  found  reduced expression  levels of  the  total 20S core proteins and of  β5 
and β2 subunits as well as a decrease of chymotrypsin‐like activity  in aged cells  indicating 
that proteolytic insufficiency may contribute to ageing of endothelial cells in vivo. Along this 
line, Minamino et. al., demonstrated the presence of senescent vascular endothelial cells in 
atherosclerotic  regions  of  human  coronary  arteries.  Furthermore,  they  show  that  loss  of 
telomere  function  induces  endothelial  dysfunction  in  aged  arteries whereas  inhibition  of 
telomere  shortening  by  hTERT  overexpression  suppresses  senescence‐associated 
dysfunction 28.  
Very  recently,  several  independent  studies  have  investigated  the  benefits  of  selective 
elimination of senescent cells, both by genetic and pharmacological approaches. The  latter 
appear  to  ameliorate  various  age‐related  symptoms  including  spine  degeneration, 
osteoporosis and  to  improve cardiovascular  function  in old mice  200,201. p16ink4a and p21 
are  by  far  the  best markers  of  cellular  senescence  29. Baker  et  al.  showed  that  naturally 
occurring p16Ink4a‐positive cells shorten healthy  lifespan of mice  202 and oppositely,  their 
life‐long clearance delays ageing‐associated disorders in adipose tissue, skeletal muscle and 
eye 201. Furthermore, late‐life clearance attenuated progression of already established age‐
related  disorders  201.  This  concept  of  reducing  the  burden  of  senescence  by  selective 
ablation was extended by Zhu et al. They demonstrate the feasibility and efficacy of a newly 
discovered class of cytotoxic drugs called senolytics on alleviating symptoms of frailty in old 
mice by improving cardiac function, carotid vascular reactivity and exercise capacity, which 
in turn led to an overall extension in health span 200,203. 
Discussion 
 
79 
 
5.6 Transient proteasome inhibition and the role of p53 pathway in stress‐
induced premature senescence of young endothelial cells 
In the final part of this study we asked whether the observed decline of the proteasome in 
replicative senescence and chronologically aged cells was causally related to senescence. Of 
note,  in  both  situations  an  increased  oxidative  stress was  observed  and  accordingly, we 
could show that oxidative stress led to proteasomal decline and premature senescence. We 
employed  two  different  proteasome  inhibitors, MG132  and  bortezomib.  Both  reversibly 
inhibit the chymotrypsin‐like activity of the constitutive proteasome, which was confirmed 
in our  study.  The partial  inhibition of  the proteasome was paralleled by  accumulation of 
ubiquitinylated  proteins  and  increased  oxidative  stress  as  evidenced  by  protein 
carbonylation. Drug withdrawal for one week resulted  in nearly complete recovery of both 
proteasome  activity  and  clearance  of  ubiquitinated  proteins.  However,  signatures  of 
oxidative modification  of  proteins,  i.e.  protein  carbonyls were  detectable  even  after  the 
recovery period.  In addition, a  senescent phenotype developed, which was verified by an 
enhanced proportion of SA‐β‐gal‐positive cells and by an activation of the p53/p21 pathway. 
Thus, these data suggest a causal link between proteasomal decline and the acquirement of 
a senescent phenotype.  
Our data are consistent with a previous report by Chondriogiani et. al., 204, 167 have shown 
the  development  of  senescence  in  primary  fibroblasts  after  irreversible  inhibition  of  the 
proteasome by epoxomicin.  In  their  study, however, an  inhibition of  the proteasome was 
maintained  during  the whole  observation  period.  The mechanisms  underlying  premature 
senescence  induced  by  proteasome  inhibition  may  be  manifold.  Proteasome  inhibition 
enhances  not  only  protein  but  also  DNA  and  RNA  oxidation  205,  alters  mitochondrial 
homeostasis  and  turnover  206  and  leads  to  increased endoplasmic  reticulum  stress  207.  In 
addition,  the degradation of key signaling molecules  is partially and  temporarily restricted 
and this may result in cell cycle deregulation and other cellular effects. Chondrogianni et al. 
found  that premature  senescence  induced by proteasome  inhibitors was dependent on a 
functional p53 204 while oxidative stress may influence the late outcome.  
p53 is an established player in cellular DNA damage response and plays a key role in cellular 
senescence 208.  It has been proposed that telomere attrition  leads to the activation of the 
DNA damage response pathway followed by p53‐dependent cell cycle arrest and replicative 
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senescence  209. The  role of p53  in  senescence  is  further supported by  the several  lines of 
observations  in human diploid  fibroblasts  (HDFs), the most commonly used cellular model 
to  study  in  vitro ageing.  Firstly,  functional p53  inactivation  rescues  cells  from  senescence 
arrest. Secondly, the p21Cip1/waf1 gene encoding the cyclin‐dependent kinase inhibitor p21 is 
transcriptionally controlled by p53 and overexpressed in senescent cells. Third, γ‐irradiation 
of  human  diploid  fibroblasts  resulted  in  a  prolonged  p53‐dependent G1  cell  cycle  arrest 
reminiscent  of  senescence,  and  fourth,  DNA  binding  and  transcriptional  p53  activities 
markedly  increase  with  cellular  age  208.  It  has  also  been  shown  that  oxidative  stress‐
mediated p53 activation protects cells from proteotoxic stress 210. 
Little  is known about how cellular ageing affects  the ability of cells  to  respond  to genetic 
insult. Senescent  fibroblasts are known  to be  resistant  to diverse apoptotic  stimuli  211,212, 
and instead undergo a delayed, necrotic mode of cell death in response to cellular damage 
208. This apoptosis resistance has been attributed in part to the inability of senescent cells to 
stabilize p53  following DNA damage and also due  to specific, senescence‐associated post‐
translational  p53  modifications  208,213.  Interestingly,  exogenous  overexpression,  or 
accumulation and stabilization of p53 with proteasome inhibitors in old fibroblasts restored 
their ability to undergo apoptosis 208.  
Although  p53  has  been  linked  to  premature  senescence  after  proteasome  inhibition,  a 
mechanistic  link as  to how p53  is activated under  these conditions  remained elusive. We 
demonstrate  in  endothelial  cells,  the  accumulation  of  DNA  strand  breaks  following 
acute/partial proteasome inhibition, and suggest that this is likely an indirect phenomenon, 
due  to  exhaustion  of  intracellular  free  ubiquitin  pools  translating  into  DNA  repair 
deficiencies. More precisely, we have observed an elevated  level of DNA damage (20%) by 
flow  cytometric measurement  of  Ser139‐phosphorylated  Histone  H2A  variant  X  (γH2AX) 
following acute (10nM ‐ 20nM, for 48h) bortezomib treatment. Ubiquitinated histone H2A is 
known  to  play  a  major  role  in  DNA  damage  and  transcriptional  responses  by  way  of 
chromatin modifications. The observed DNA damage upon proteasome inhibition may be an 
indirect  manifestation  due  to  depletion  of  intracellular  ubiquitin  pools  (proteasome 
inhibition  and  poor  ubiquitin  recycling)  and  diminished  Ub‐H2A  levels,  translating  into 
double  strand  break  repair  deficiencies.  It  is  conceivable  that  upstream  DNA  damage 
response signalling converges at the level of p53. 
At this stage  it  is clear that proteasome  inhibition by bortezomib  leads to manifestation of 
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DNA  strand  breaks  that  contribute  to  the  p53‐mediated  cell  cycle  arrest.  Based  on  our 
findings,  we  propose  that  p53  stabilisation  by  upstream  DNA  damage  signalling  due  to 
proteasome  inhibitor‐induced  DNA  damage  may  represent  a  novel,  additional  link  to 
establishment of p53‐mediated stress‐induced endothelial senescence.  
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6 Conclusions 
Data  obtained  in  this  study  reveal  a  central  role  of  ubiquitin  proteasome  system  in 
maintaining endothelial function and show its dysregulation during ageing and senescence  
1. We  have  established  several  models  to  investigate  replicative  and  premature 
endothelial  cell  senescence  in  vitro. We  show  that  continuously passaged HUVECs 
develop  features  of  senescence  and  dysfunction  after  about  15‐17  cumulative 
population doublings and that premature senescence occurs after chronic oxidative 
stress. Endothelial cells isolated from old mice confirmed senescence in vivo. 
2. We show  that a decline of  the proteasomal system  is associated with both, stress‐
induced  and  replicative  senescence.  We  show  for  the  first  time  that  replicative 
senescence  in  endothelial  cells  in  vitro  as well  as  chronological  ageing  in  vivo  is 
characterized  by  selective  loss  of  the  proteasome  subunits  β2  and  β5  and  a 
subsequent inhibition of the trypsin‐like and chymotrypsin‐like activities.  
3. We  demonstrate  that  proteasome  inhibition  is  causally  linked  to  endothelial 
senescence. Proteasomal decline leads to manifestation of DNA damage, which is at 
least  in  part  responsible  for  the  long‐term  cell  cycle  arrest  in  senescence 
development mediated by p53.  
4. We  have  obtained  preliminary  data  showing  that  oleuropein,  a  phenolic  olive  oil 
extract, was able to enhance proteasome activity in young and senescent endothelial 
cells. 
 
 In summary, these findings underlie the necessity to maintain proteostasis to extend 
cellular  health  span  and  opens  avenues  for  preventing  cardiovascular  senescence 
and ageing by compensating for the loss proteasome expression/activity.  
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